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ABSTRACT 
 
Sclerotinia sclerotiorum (Lib.) de Bary is an economically important soybean pathogen in the 
U.S. and worldwide. Understanding the disease caused by this fungus can help in controlling it. 
In the present study, genome‐wide screenings were carried out to identify soybean mRNAs and 
small RNAs that change in expression during early infection stages with S. sclerotiorum or its 
primary virulence factor, oxalic acid. Microarray expression data was obtained from a 
transgenic soybean line expressing oxalate oxidase (OxO), an enzyme that degrades oxalic acid, 
and from its parent, the soybean cultivar ‘AC‐Colibri’. Treatments included direct inoculations 
with S. sclerotiorum and leaf infiltrations with oxalic acid. Taking advantage of novel 
technologies, the profiling of gene expression was later expanded by subjecting the RNA 
samples used in the microarrays to deep sequencing using the Illumina/Solexa SBS platform. 
These studies allowed for the identification of a set of genes that may play important roles 
during pathogenicity, including several known defense‐related genes. The data also suggested 
the possible involvement of iron homeostasis during disease development. In a second study, 
the Illumina/Solexa platform was used to query the small RNA composition of control and 
inoculated soybean stems, and of S. sclerotiorum mycelia grown on liquid media. In addition to 
these global RNA expression studies, a gene‐specific study was carried out on the role of a 
putative G protein‐coupled receptor possibly implicated in the plant interactions with 
pathogens. The gene was identified, cloned and an RNAi vector was constructed and 
transformed into soybean with the objective of carrying future functional analyses.  
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CHAPTER 1 
BACKGROUND AND OBJECTIVES 
 
1. INTRODUCTION 
White mold, caused by the filamentous ascomycete fungus Sclerotinia sclerotiorum (Lib.) de 
Bary is a serious disease soybean [Glycine max (L.) Merr.]. S. sclerotiorum is a necrotrophic 
pathogen: it needs to kill the tissue to feed from it. For successful infection, the fungus is 
capable of secreting a wide range of hydrolytic enzymes, necrosis‐and‐ethylene‐inducing 
peptides (NEPs), and oxalic acid (OA). Among this arsenal, the main virulence factor is 
considered to be OA. When growing mycelia contact the tissue surface, the secretion of OA 
allows the formation of lesions. The dying tissue is penetrated by invading hyphae that, 
presumably, release OA continuously, allowing further ingression throughout the plant.  
Resistance to this pathogen is of quantitative nature and no fully resistant soybean genotype 
has been found to date. Several efforts have been made to understand the biology of white 
mold in soybean and other species. Early studies focused on the fungal virulence factors oxalic 
acid and cell‐wall degrading enzymes (Cessna et al., 2000; Favaron et al., 2004; Guimaraes and 
Stotz, 2004), and on the genetics of resistance and breeding strategies (Cober et al., 2003; Kim 
and Diers, 2000; Vuong et al., 2008). However, due to the nature of the fungus, which can be 
extremely aggressive under specific environmental conditions, and almost inactive under 
slightly different conditions, traditional breeding strategies to select for resistance traits have 
proven very challenging. Some large‐scale analyses were also performed on plant and protein 
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gene expression changes, in hopes of finding genes and molecular pathways involved in the 
defensive response in soybean and also in canola Brassica napus L. These studies used ESTs 
screening, microarrays, and proteomic approaches (Calla et al., 2009; Liang et al., 2008; Yang et 
al., 2007; Zhao et al., 2007), and identified different sets of genes that modulate during the 
disease, some of them putatively contributing to partial resistance and some others that may 
help pathogen introgression. The present study contributes further to the understanding of the 
molecular repertoire used by the plant, and by the pathogen during the process of infection 
with emphasis on the onset. 
2. OBJECTIVES 
2.1 General objectives 
To further understand the molecular basis of the soybean‐S.sclerotiorum interaction. 
2.2 Specific objectives 
Chapter 1 
1. Clarify the role of OA during S. Sclerotiorum infection. 
2. Identify genes specifically induced by OA in the plant by taking advantage of the 
available transgenic oxalate‐oxidase expressing soybean plants, and the S. sclerotiorum 
OA deficient mutants (Oah‐) 
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Chapter 2  
1. Identify soybean small RNA molecules that modulate during S. sclerotinia infection. 
2. Identify fungal small RNA molecules that may be induced during pathogenesis. 
3. Characterize and obtain a general profile of the repertoire of small RNA molecules in 
soybean stem tissues and S. sclerotiorum mycelia. 
Chapter 3 
1. Identify soybean gene(s) with homology to the Arabidopsis thaliana G‐protein coupled 
receptor. 
2. Functionally characterize the G‐protein coupled receptor and evaluate its involvement 
in plant defense response against S. sclerotiorum and other pathogens. 
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CHAPTER 2 
GENOMIC EVALUATION OF THE ROLE OF OXALIC ACID DURING INFECTION OF SOYBEAN WITH 
SCLEROTINIA SCLEROTIORUM 
1. BACKGROUND 
1.1 Oxalic Acid 
Oxalic acid (OA) is considered to be the main virulence factor of the fungal necrotroph S. 
sclerotiorum (Marciano et al., 1983). Mutants deficient in the production of OA were first 
identified in screens of mycelia grown after UV radiation of ascospores (Godoy et al., 1990). 
These mutants are unable to invade plant tissue even when a full range of degradative enzymes 
is still produced and secreted by the fungus. The exact mutation of these strains has never been 
identified, and it is unclear if other genes involved in virulence were also mutated in this strain. 
More recently another mutant was obtained by site‐directed mutagenesis of the oxalate 
acetylhydrolase (Oah) gene, the fungal gene that catalyzes the hydrolytic cleavage of 
oxaloacetate to acetate and OA (Figure 2.1 A), (Dr. Jeffrey Rollins, 2010, University of Florida, 
unpublished, personal communication). The Oah‐ mutants, similar to the UV‐induced OA 
deficient mutants, are also unable to colonize healthy plant tissue, and both types of mutants 
are unable to produce sclerotial bodies when growing on rich media such as potato dextrose 
agar (PDA). OA is considered as a virulence factor, and not a pathogenicity factor, because Oah‐ 
mutants can still infect if a wound is present, but the fungus does not spread far beyond the 
infection point.  
5 
 
Even though OA is the main virulence factor of S. sclerotiorum, its exact mechanism of action is 
not fully understood. Different studies suggest that OA plays several roles ranging from the very 
evident, like acidification of the media, to numerous subtle effects that aid the pathogen during 
infection and invasion. Marciano et al. (1983), proposed that OA chelates Ca2+ ions from pectin 
in the plant middle lamellae and in doing so, facilitates the degradation of the plant cell wall by 
pectin‐degrading enzymes secreted by the fungus that function well at low pH. Sperry and 
Tyree (1988) found that the decrease in conductivity of host xylem, assumed to be due to 
occlusion of vessels by the fungus, is due to the induction of embolism directed by OA in 
combination with endogenous calcium. Studies in soybean and Nicotiana tabacum showed that 
OA can act independently of calcium to inhibit the defense‐associated oxidative burst, 
presumably by restraining the production of hydrogen peroxide (Cessna et al., 2000). Various 
exo‐ and endopolygalacturonases were found to increase expression and activity in the 
presence of OA due to the creation of enzyme‐favorable acidic conditions (Favaron et al., 2004; 
Riou et al., 1991). At the cellular level, Guimaraes and Stotz (2004), demonstrated that OA can 
act as a regulator of the opening of stomata by disrupting the ABA‐dependent stomatal closure, 
leaving them more easily penetrated by fungal mycelia. 
Programmed‐cell death (PCD) is often a very effective form of resistance for plants trying to 
defend against biotrophic pathogens. Biotrophic pathogens are are mostly race‐specific and 
able to elicit effector‐trigered‐inmunity (ETI) (Jones and Dangl, 2006). In contrast, S. 
sclerotiourum, is a non‐race‐specific necrotroph and thus, is considered to elicit only a basal, 
common defense response in the plant, which may limit the rate of the disease, but is mostly 
inefficient. Nonetheless, recently, Kim et al., (2008) provided evidence supporting the 
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hypothesis that OA induces PCD and that this necrotrophic pathogen might make use of these 
dead and dying cells to initiate infection of the tissue. More recently, the same group used a 
Green fluorescent protein tagged (GFP) reporter construct (ro‐GFP), capable of changing 
excitation state according to the oxidation state of the cell environment. The ro‐GFP reporter 
allowed comparison of oxidative states of leaves inoculated with wild type or an OA‐deficient 
Sclerotinia mutant (Williams et al., 2011). The authors concluded that OA creates an initial 
reduced environment that the fungus uses to suppress the oxidative burst, supporting an 
earlier stated theory (Cessna et al., 2000). Thus, according to this study and others carried‐out 
by the same group, OA is capable of first reducing the cell environment, suppressing the 
oxidative burst and reactive oxygen species (ROS) production and later reverting to induce ROS 
production and eliciting PCD. But this scenario seems complicated and the question remains as 
to how exactly OA may be capable of such an elaborate process.  
1.2 Oxalate oxidases and hydrogen peroxide in plant defense response 
Several species of plants, fungi and bacteria produce oxalate oxidase enzymes (EC 1.2.3.4), that 
are able to degrade OA by catalyzing the reaction that converts OA into hydrogen peroxide 
(H2O2) and carbon dioxide (CO2) (Figure 2.1 B). Enzymes with oxalate oxidase activity include 
the true‐cereal‐only germins and some germin‐like proteins (GLP), which belong to the cupin 
superfamily. (Lane, 2000; Lane et al., 1993a; Lane, 1994; Lane et al., 1991; Lane et al., 1992; 
Lane et al., 1993b; Zimmermann et al., 2006). Germins have long been known by their presence 
in germinating wheat embryos and are characterized by their strong resistance to degradation 
by proteases and SDS. These proteins possess an N‐terminal secretory signal that targets them 
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to the apoplast. Several lines of evidence indicated a role of germins not only during 
germination, but also during defense responses. Domesticated wheat (Triticum aestivum) is 
considered to be evolutionary selected because of its higher resistance to pathogens, and the 
presence of germins are likely a defining factor, conferring wheat with an evolutionary 
advantage (Lane, 1994). It was earlier proposed that germins give the plant an antimicrobial 
capability due to their ability to produce H2O2. But in the specific case of OA  producing 
pathogens, such as S. sclerotiorum, germins can also confer plants with a second, and very 
effective, defense ability: the degradation of the OA within the extra cellular matrix (Lane, 
2002; Thompson and Lane, 1980).  
Transgenic plants of important crops whose genomes do not naturally contain germins, or with 
very low native oxalate oxidase activity, were developed by various groups. As early as 1995, a 
transgenic oilseed rape (Brassica napus) was created that over‐expressed an oxalate oxidase 
enzyme from barley (Hordeum vulgare) (Thompson et al., 1995). Leaves of these transformed 
plants showed resistance to the wilting caused by the dipping of excised leaves in an OA 
solution. However, resistance to pathogens was not reported. Later, a transgenic soybean was 
developed by Donaldson et al., (2001), This transgenic plant, named the “80(30)‐1” line, was 
obtained by Agrobacterium‐mediated transformation of the northern‐adapted soybean cultivar 
AC‐Colibri, with the wheat germin gene gf‐2.8. The 80(30)‐1 transgenic plants showed 
enhanced resistance to S. sclerotiorum after inoculation of cotyledon in young plants (VC stage), 
and after stem inoculation of V1‐V2 stage plants. Additionally, the plants were tested under 
field conditions and proven to have enhanced resistance against Sclerotinia as compared to its 
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parent line, and an equivalent resistance level when compared to the then most resistant short‐
season cultivars (Cober et al., 2003).  
The same gene (gf‐2.8) from wheat was later introduced in sunflower (Helianthus annus), (Hu 
et al., 2003). Increased oxalate oxidase activity, elevated levels of H2O2, and induction of the 
important defense signaling salicilyc acid (SA) were reported in the transformed sunflower 
leaves with no need of pathogen inoculation. Additionally, three defense‐related genes were 
reported to be induced in the transgenic sunflower leaves and stems compared to the non‐
transformant tissues, namely: PR5‐1, defensin, and sunflower carbohydrate oxidase (SCO). 
Sunflower is also a very susceptible host of S. sclerotiorum and the gf‐2.8 expressing plants 
showed increased resistance to direct inoculation with the pathogen. 
Another oilseed rape line was transformed more recently, expressing an unspecified “wheat 
oxalate oxidase”. The stable transgenic plant showed increased oxalate oxidase activity, H2O2 
production and resistance to S. sclerotiorum was corroborated in the laboratory using detached 
leaves and field studies (Dong et al., 2008). In 2005, Livingstone et al., transformed peanut 
plants (Harachis hypoagea) with the barley oxalate oxidase using particle bombardment of 
embryos. Peanut is an important crop that is susceptible to Sclerotinia minor, a related OA 
producing fungus, and causal agent of the Sclerotinia blight of peanut. These transformants 
showed the same positive results as the other transgenics.  
Other non‐OA‐producing pathogens and insects are limited in their growth when oxalate 
oxidases are expressed in host plants. This increased plant resistance is presumed to be mainly 
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due to the production of H2O2, as other enzymes producing H2O2 that do not degrade OA are 
also able to provide plants with increased defense responses. For example, transformed rice 
plants expressing glucose oxidase (GOX), an enzyme that produces H2O2 upon oxidation of 
glucose, under a pathogen‐responsive promoter, showed induction of PCD upon wounding, an 
event not seen in untransformed plants. GOX expressing rice also showed increased oxidative 
burst and increased accumulation of PR transcripts: PIR2 (thaumathin‐like) and RCH10 
(chitinase) after wounding, as compared to control non‐transgenic plants. Surprisingly, PIR3, 
another PR gene encoding a peroxidase, was completely inhibited. The transgenic rice showed 
enhanced resistance to Xanthomonas oryzae pv. oryzae (Xoo), causal agent of rice bacterial 
blight and Magnaporthe grisea, the causal agent of the rice blast disease (Kachroo et al., 2003). 
H2O2 is a central component of the defense response to pathogens (Lamb and Dixon, 1997), 
being produced mainly by the dismutation of superoxide anions (O2
‐) during the plant oxidative 
burst. The rapid generation of H2O2 after pathogen challenge is often a signature of avirulent 
(or incompatible) responses including HR. But H2O2 production in moderate levels has also been 
reported as part of the general basal defense response in plants. H2O2 is associated with 
reinforcement of the cell wall by enhancing in the lignification and the cross‐linking of cell wall 
components, as a direct antimicrobial, as an inducer of resistance genes and as a diffusible 
signal during the Increase the knowledge in the soybean‐S. sclerotiorum interaction by 
identifying genes that are expressed in the plant and during pathogenesis with and without 
mediation of OA.  
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2. METHODS 
2.1 Plant growth and inoculation with S. sclerotiorum 
For each of the replications, plants of the resistant transgenic line (80(30)‐1) and plants of the 
susceptible parent (AC–Colibri) were grown in a growth chamber for 21‐28 days until at least 
three or four main stem nodes had flowers. Seven hours before inoculation, the plants were 
transferred to a mist chamber at 22/18°C (day/night), 15 h light photoperiod. Control samples 
were taken from both lines.  
Inoculations were done by collaborators at Daina Simmond’s lab (Agriculture and Agri‐food 
Canada, Ontario) using infected flowers. The inocula were prepared by inoculating freshly 
opened soybean flowers of X5 (AAFC breeding line X2650‐7‐2‐3) between the standard and 
wing petals with 10 μl of ascospores and incubated in humid Petri dishes. Twelve random plants 
(six pots) were inoculated at a time. The infected flowers were placed behind the first lateral 
vein on the central leaflet of the V4 trifoliate of each plant. Tissue samples were collected at 
two disease stages. The first stage was when the appressoria began to form following contact 
with the plant cell wall (early appressorial formation) between 10‐12 hpi. The second was when 
the penetrating hyphae entered the vascular system (early vascular entry) near 18‐24 hpi. To 
ensure the correct stage of the disease, the plants were quickly observed under a dissecting 
microscope just prior to sampling. The two lateral leaflets were removed and the remaining 
leaflet was cut from the plant together with the petiole. The leaflet was cut transversely 3 cm 
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beyond its base and quickly frozen by dipping in liquid nitrogen.  For each time point, a total of 
10 plants were sampled and pooled. 
2.2 Plant growth and infiltration with OA 
Growth and OA infiltration was done by collaborators in Canada. Seeds from the AC‐Colibri and 
the OxO lines were placed in trays of damp vermiculite (Holiday, Toronto, ON, Canada) to 
germinate for 7 days in a growth chamber with the following conditions:  14 h photoperiod, 
26°C daytime, 24°C night temperatures, 50% humidity.  Illumination was provided by white 
fluorescent and incandescent bulbs at a light intensity of 300‐400 μmol/m‐2s‐1 and maintained 
about 30 cm from the top of the growing area.  Seedlings were transplanted to 10.5 cm 
diameter plastic pots (Kord Products, Brampton, ON, Canada) containing a blend of sterilized 
topsoil, sand and ProMix (3:2:1) for an additional 8 days. Fertilizer (20.20.20 N.P.K., Plant 
Products Co. Ltd., Brampton, ON, Canada) was applied once a week after emergence of the first 
trifoliate.  Prior to infiltration, the tops of the pots were wrapped with Saran plastic wrap and 
secured with elastic bands, to prevent soil from dropping into OA or H20 infiltration solutions.  
Plants with fully opened 2nd trifoliates were subjected to vacuum infiltration for 2 min.  Plants 
were infiltrated by drawing and releasing a vacuum while leaves were submerged in a 500 ml 
solution of one of the following:  5 mM OA pH 2.4, H2O pH 5.5 or H2O pH 2.4 (pH adjusted with 
1 N HCl). Solutions contained 0.005% Silwet L‐77 (Vac‐in‐stuff; Lehle Seeds, Round Rock, TX, 
USA) as a surfactant.  One leaflet from trifoliate 1 and 2 were collected from each plant 2 h post 
infiltration, flash frozen in liquid nitrogen and stored at ‐80°C.  Samples from twelve AC‐Colibri 
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or 80(30)‐1 plants were bulked for each trifoliate sample and RNA was isolated at a later date. 
The experiment was repeated three times to generate three biological replications. 
2.3 RNA extraction, purification and quantification 
For all experiments, total RNA was isolated using TRIzol® Reagent (Invitrogen, Carlsbad, CA) 
following manufacturer’s protocol, Phase Lock Gel™ (Brinkmann Instruments, Inc., Westbury, 
NY) were used to improve the organic/inorganic phase separation. After extraction, RNA 
concentrations were estimated using a NanoDrop ND‐1000 spectrophotometer (NanoDrop 
Technologies, Wilmington, DE). For microarrays experiments, RNA was further purified through 
Qiagen RNeasy columns (Qiagen, Valencia, CA) and final quality was determined by a 
combination of spectrophotometry (NanoDrop ND1000) and gel electrophoresis (BioAnalyzer 
2100, Agilent Technologies, Palo Alto, CA). For RNAseq and qRT‐PCR, RNA samples were firstly 
treated with DNAse I (Invitrogen, Carlsbad, CA or Ambion, Austin,TX) and then purified with 
Qiagen RNeasy columns (Qiagen, Valencia, CA). 
2.4 Fungal growth for RNA extraction 
Actively growing mycelia of the wild‐type S. sclerotiorum strain 105HT growing on PDA was 
transferred to liquid complete yeast media (CYM) containing: maltose 1%, glucose 2%, yeast 
extract 0.2%,tryptone 0.2%, MgSO47H2O 0.05%, KH2PO4 0.46%. Transfers were done by cutting 
the agar in plugs of 4 mm diameter and placing them on 3.5‐cm diameter petri dishes 
containing 2 ml of CYM. A total of 20 dishes were inoculated and left to grow for 24 h in the 
dark. After the growing period, the mycelia were harvested by pulling out the agar plugs from 
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the liquid CYM with small, sterile pins and placed over an autoclaved filter paper on the top of a 
vacuum filter. The agar plug was removed from the mycelia attached to it. Mycelia from all the 
dishes were collected and rinsed several times with sterile, nano‐pure water over the filter. The 
mycelia were put in a 2 ml microfuge tube and flash‐frozen in liquid nitrogen. RNA extraction 
from mycelia was performed as described above for plant tissues. 
2.5 Microarrays 
Microarray hybridization procedures followed closely that described by Zou et al., (2005). RNA 
was reverse transcribed into cDNA using SuperScript III Reverse Transcriptase enzyme 
(Invitrogen, Carlsbad, CA) in the presence of aminoallyl‐dUTP. The product was then subjected 
to hydrolysis of the RNA with NaOH. The pH of the cDNA solution was adjusted to neutral with 
HCl and cleaned for removal of the unincorporated dNTPs and other salts and contaminants 
with the Qiaquick PCR purification kit (Qiagen) using modified TRIS‐free washing and eluting 
solutions. cDNA was quantified and coupled to either Cyanine 3 (Cy3) or Cyanine 5 (Cy5) 
fluorescent dyes (Perkin‐Elmer, Foster City, CA). Labelled cDNA was purified (Qiagen) and 
quantified (NanoDrop ND1000) to assess the adequate incorporation of the dye necessary for 
the microarrays. Samples were mixed in pairs according to the design for each of the 
experiments (Figure 2.2), suspended in hybridization buffer and applied onto corresponding 
microarray slides.  The slides were incubated within a sealed hybridization chamber submerged 
in a water bath in the dark at 42oC for 48 h. After incubation, a series of washes were 
performed on the slides to remove non‐binding probe (Zou et al., 2005). Statistical analyses 
were similar to that previously described (Calla et al., 2009). The time‐course experiment used 
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soybean cDNA‐based microarrays (Vodkin et al., 2004; Vodkin et al., 2007). The oxalic acid 
infiltration experiment used soybean oligo‐based microarrays (Gonzalez and Vodkin, 2007). 
2.6 Quantitative Real‐Time PCR (qRT‐PCR) 
RNA samples from S. sclerotiorum inoculated leaves at 0, 12 and 24 hours after infection were 
used for qRT‐PCR. The RNA was purified with an RNeasy® Mini Kit (Qiagen, Valencia, CA) as 
described above with the addition of DNAse I treatment. First‐strand cDNA was synthesized 
from 2 µg total RNA by reverse transcription. One µl of 10 mM dNTPs and 1 µl of oligo dT (25 
mer) was added to each RNA sample. RNA was then denatured at 65oC for 5 min, chilled on ice 
for 10 min and quickly centrifuged. Ten µl of a master mix was added to each reaction 
containing: 4 µl 5X First Strand Buffer, 1 µl RNAse OUT, 2 µl 10mM MgCl2, 2 µl 0.1mM DTT and 
1 µl (200 units) of SuperScript III (all from Invitrogen, Carlsbad, CA) per sample. The reaction 
was incubated at 50oC for 1 h followed by 15 min at 70oC to inactivate the enzyme. RNA 
complementary to the cDNA was removed by adding 1 µl (2 units) of RNAse H (Invitrogen) and 
incubating at 37oC for 20 min. The final reaction mix was diluted with 180 µl of nuclease‐free 
water. The cDNA concentration was measured using a NanoDrop ND1000 spectrophotometer 
and adjusted to 30 ng/µl. Polymerase chain reaction (PCR) was run with 2 µl of cDNA template, 
7.5 µl water, 0.8 µl of each primer at 4 µM and 8.9 µl of SYBR Green master mix (Invitrogen) 
with ROX as the reference dye.  The reaction (20 µl) was used to quantify the cDNA by 
amplification using the MX3000P® QPCR system (Stratagene, Kirkland, WA). Primers used 
(Table 2.1) were designed with Primer3© Software v. 0.3.0 (2006, Whitehead Institute for 
Biomedical Research). The soybean constitutive controls cons6 and cons15 (Libault et al., 2008) 
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were tested in all samples. The control cons15 (homology to a CDPK) was found to be more 
consistent than cons6 for this study. Therefore, results presented for qRT‐PCR are relative to 
cons15 only.  
2.7 RNA‐seq 
Total RNA from samples of the OA infiltration experiment were digested with DNAse I (Ambion, 
Austin TX) and then purified with RNAeasy Qiagen columns as described above. RNA samples 
were quantified and assessed for quality using a BioAnalyzer (Agilent Technologies, Palo Alto, 
CA) and 1 ug of each sample: OA infiltration on OxO line, OA infiltration on AC, H2O (with pH 
adjusted to 2.4 to match OA pH) infiltration on OxO line, and H2O infiltration on AC line were 
sent for deep sequencing using Illumina/Solexa “sequencing‐by‐synthesis”(SBS) technology at 
the W. M. Keck Center for Comparative and Functional Genomics facilities at the University of 
Illinois at Urbana‐Champaign.  
At the sequencing facility, cDNA libraries from each of the samples were constructed, 
quantified by qPCR, pooled in equimolar concentrations in pools of 2 samples, and sequenced 
on 8 lanes (2 samples per lane) for 100 cycles on a HiSeq2000 using a TruSeq SBS sequencing kit 
version 2 and analyzed with the Illumina Pipeline version 1.8. Also at the sequencing facility, an 
error rate using the phiX  DNA was calculated as ~1%. Raw reads of 100 bases were then 
processed by trimming off the adapters and aligning to the soybean genome using the Data2Bio 
services (www.Data2Bio.com). In this pipeline, nucleotides of each raw read were scanned for 
low quality bases with PHRED quality value <15 (out of 40) and then aligned in the soybean 
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genome release 1.0 available in Phytozome v 7.0. (Schmutz et al., 2010). Reads were 
normalized by calculating the reads per kilobase per million (RPKM), which accounts for the 
gene size and the library size. Additionally, the log2 ratios between reads on different libraries 
were calculated for easier assessment of changes in abundance. 
Further, the data was filtered for coding sequences having at least 4 counts in at least one of 
the four samples sequenced. After that, counts of value zero were changed to 1 to allow for the 
calculation of approximate ratios.  
2.8 Iron infiltration 
Four‐week‐old Arabidopsis thaliana plants ecotype Columbia grown in SunshineMix LC1 
(SunGro, Vancouve,BC) in a 13 h light photoperiod, 22/20oC day/night temperature were 
syringe‐infiltrated with a 1%, 0.1% or 0.01%  solution of FeSO4 or FeCl3  on two individual 
leaves.  One of the infiltrated leaves was inoculated with actively growing mycelia of the S. 
scleotiorum Oah‐ mutant. One non‐infiltrated leaf was also inoculated with the same mutant. In 
that manner three treatments were applied to the same plant: infiltrated, infiltrated and 
inoculated, and inoculated only. Each of the six different treatments was repeated twice, for a 
total of twelve plants in the whole experiment. Immediately after the inoculation, the plants 
were moved back to the growth chamber where the humidity was raised to 100%. 24 h after 
infiltration/inoculation, the leaves were detached, quickly photographed and frozen in liquid 
nitrogen for future studies. 
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3. RESULTS 
3.1 Microarray, 36 hour time‐course study 
Two independent, time‐course microarray experiments were carried out one with the OxO 
transgenic plants and one with the AC parent plants; both experiments consisting of four time 
points each (Figure 2.2 A). After imaging acquisition, data normalization and statistical analysis, 
1,748 cDNA spots showed significant differential regulation in the AC line and 1,453 in the OxO 
line. An overall F‐test cutoff p‐value <0.0001 was used to declare cDNA spots as being 
significant. The high number of cDNA spots declared statistically significant with this very 
stringent cut‐off indicates that the data was of high quality due to low error‐derived variability. 
The data was further filtered in both experiments (AC and OxO) by allowing features with a log2 
intensity ratio equal to or greater than 2, or equal to or lower than ‐2, on each of the six 
possible pair‐wise sample comparisons (namely:  T12 vs. T0, T24 vs. T0, T36 vs. T0, T36 vs. T24, 
T36 vs. T12, T24 vs. T12).  This more stringent filtering identified 734 differential cDNA spots in 
the AC experiment and 596 in the OxO experiment (Appendix A). A summary of the results for 
both experiments is in Table 2.2.The resulting lists of highly significant and high fold‐change 
expression spots was annotated by BLASTing the sequences against the NCBI NR database, the 
Arabidopsis TAIR database and against the currently available predicted gene set of the 
soybean genome (Glyma1.0) available on Phytozome v7.0 (Schmutz et al., 2010). The best 
available annotation was then selected for each of the spots and the genes were clustered to 
find patterns of expression using hierarchical clustering with Euclidean distances (Figures 2.3 
and 1.4).  
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3.1.1 Time course reduction in abundance of transcripts in the AC and OxO experiments 
The AC experiment identified 240 down‐regulated cDNAs (32% of the significantly differentially 
regulated spots) with mild down‐regulation going from 12 to 24 h and a more pronounced 
reduction in abundance going from 24 to 36 h (Figures 2.3 and 2.5 A). Among these down‐
regulated genes in the AC line, 50 cDNAs spots had homology to components of the 
photosynthesis pathway, including components of the photosystem I, photosystem II and 
chlorophyll biosynthesis. Among the four cDNAs showing the highest down‐regulation were 
two sequences with homology to cinnamoyl‐CoA reductase (CCR, an enzyme belonging to the 
lignin synthesis pathway), also an unknown rhodanese domain containing transcript, and an 
AMP‐dependent synthetase. The observed down‐regulation of CCR is consistent with a previous 
study where stem tissue of a partially resistant and a susceptible soybean also showed down‐
regulation of this two same cDNA spots and four other cDNAs coding for CCR after challenge 
with S. sclerotiorum (Calla et al., 2009). These results propose that down‐regulation of cDNAs 
with high homology to CCR in soybean plants infected with S. sclerotiorum is neither a tissue‐
specific nor a genotype‐specific event, as it occurred in both leaves and stems and in multiple 
genotypes (Table 2.3). 
The OxO experiment detected only 45 significantly down‐regulated genes (7.5% of the selected 
differentially expressed genes) within the 36 h time‐course (Figures 2.4 and 2.5 B). The cDNA 
spots with the highest down‐regulation were homologs to a dihydroflavonol reductase (DFR, 
which is a gene in the leucoanthocyanidin pathway), a CCR protein, a diacylglycerol kinase, and 
an undefined glycosyl‐transferase. Among other cDNA spots highly down‐regulated in the OxO 
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plants were seven annotated as “peroxidases” that match three different genes on two 
chromosomes, these three genes are homologues to peroxidases of the “cationic” type. Nine 
cDNA spots related to photosynthesis were also down‐regulated in the OxO line.  
Seventeen cDNA spots were down‐regulated commonly in both the AC and the OxO lines 
(Figure 2.6). Several of these reduced genes were oxidases and primary metabolism related 
genes. Five of them belong to the photosynthesis process. The repression pattern of the 
seventeen genes follows that of their respective experiments: while the AC showed mild down‐
regulation in the first 12 and 24 h and a spike of down‐regulation in the last 12 h (the 36 hour 
time point), the OxO showed a steady and more pronounced repression of genes during the 
first 24 h of infection and milder repression in the last 12 h (Figure 2.5). This marked difference 
in down‐regulation pattern, observed between the cDNAs from the AC and OxO experiments, 
suggests that either OA is somehow attenuating the defensive response in the AC plants or that 
its degradation in the OxO transgenic plants strengthen the defensive response during the first 
24 h of infection.  
3.1.2 Time course induction of expression of transcripts in the AC and OxO experiments 
Among the 494 up‐regulated cDNA features in the AC line were cell‐wall‐related enzymes (such 
as expansins and extensins), three auxin responsive sequences, six cDNAs annotated as related 
to ethylene biosynthesis, and calcium‐signaling‐related cDNAs. A significant number (27) of 
cytochrome P450 sequences were up‐regulated in the AC line. Also jasmonic acid biosynthesis 
seemed to be up‐regulated. Ten transcription factors were up‐regulated including WRKYS and 
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Zn finger domain‐containing proteins. The phenylpropanoid pathway was activated as indicated 
by increase abundance of 49 cDNAs within this pathway upon infection. Interestingly, a cDNA 
with high homology to a germin‐like protein was also one of the up‐regulated genes. Eight 
cDNAs that putatively encode PR proteins were found: six PR‐5 and two PR‐4. A complete list of 
up‐regulated cDNAs and their annotations is in Appendix A. In general, the response of the AC 
leaves to S. sclerotiorum inoculation closely resembles the stem response of the susceptible 
Williams82 and the partially resistant PI194639 profiled in a previous work (Calla et al., 2009), 
as noted by clustering the cDNA spots that were differentially regulated in both experiments 
(Figure 2.7).    
In the OxO line, most cDNAs induced on infected plants relative to control fell into the cell wall, 
ethylene and jasmonic acid biosynthesis, and secondary metabolism categories. Also in the 
transgenic, 22 cytochrome P450s were increased in abundance and genes in the 
phenylpropanoid pathway were over‐represented compared to the AC experiment with 57 
cDNAs showing up‐regulation. Nineteen transcription factors including several with MYB and 
WRKY domains were up‐regulated. Ten cDNAs with homology to PR‐protein coding genes were 
up‐regulated, including PR‐5 and PR‐4; however, in contrast to the AC experiment, PR‐1 and 
diverse chitinases were also up‐regulated. In addition, 18 cDNAs coding for peroxidases were 
also up‐regulated (Appendix A). 
Two hundred fifty‐five cDNAs showed induction in both the AC and the OxO lines (Figure 2.6). 
Consistent with a more pronounced defensive response during the 12 to 24 h after initial 
infection in the OxO plants, the 49 secondary metabolism related genes with significant 
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induction in both the AC and the OxO presented a higher level of induction at 12 h after 
infection in the OxO line compared to the AC line (Figure 2.8). Both OxO and OA showed the 
highest induction on a cDNA spot with high homology to an isoflavone reductase gene. 
3.1.3 PR‐5 expression 
Time‐course microarray study, showed that PR‐5 coding sequences are up‐regulated upon 
infection with S. sclerotiorum. PR‐5 was also found highly up‐regulated in soybean‐stem 
inoculated samples (Calla et al., 2009), and found to be located close to markers for resistance 
to this pathogen in soybean. For that reason, these sequences were selected as indicators and 
used in a qRT‐PCR to assess the reliability of the microarray study. Samples used for this 
experiment were different than those used for the microarray study. Expression values were 
calculated relative to time zero samples (T0). The results showed that PR‐5 coding sequences 
were  up‐regulated in both the AC and the OxO leaves when they were inoculated with S. 
Sclerotiroum, confirming that PR‐5 is induced upon pathogen infection, and confirming the 
consistency of the microarray experiment (Figure 2.9). 
3.2 Microarray, oxalic acid infiltration study 
Sixteen‐day‐old plants with fully open trifoliates, of both the parent AC‐Colibri and the OxO 
transgenic were infiltrated with either: OA (pH 2.4), water at pH 2.4 or water at pH 5.5, sampled 
after two hours of infiltration and cross compared for relative gene expression using soybean 
oligo‐based microarrays (Gonzalez and Vodkin, 2007). Statistical analysis of the microarray data 
revealed a total of 2,459 sequences significantly changing in abundance between the transgenic 
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and the parent or between treatments (pairwise t‐test fdr corrected p‐value <0.001). Thirteen 
pairwise t‐test between the least squares means estimated from the ANOVA were run to 
estimate the effects of each of the factors: the transgene, the pH, the OA infiltration 
independent of its pH, and the effect of OA and its pH (Table 2.4). 
3.2.1 Effects of the transgene 
The four direct comparisons between OxO and AC showed low fold changes. The overall effect 
of the transgene across the three treatments was low. OA infiltration and H2O at pH 5.5 showed 
the highest changes in expression between both lines. OA infiltration had most of the 
differentially expressed genes between both genotypes, being 1.45 and ‐1.45 (log2 fold change) 
the maximum values in this comparison corresponding to an aminotransferase and (up‐
regulated) and a TIFY domain containing protein (down‐regulated). Three other sequences 
were found with log2 fold changes between the parent and the transgenic greater than 1.2 due 
to OA infiltration: an unknown protein, a chlorophyll binding protein and a CONSTANS‐like 
transcription factor. Infiltration of H2O at pH 5.5 affected differentially three genes between the 
OxO and the AC line, all coding for unknown proteins. Infiltration of H2O at acidic pH 2.4, 
showed one highly up‐regulated gene and one down‐regulated, both coding for unknown 
proteins (Table 2.5). Although little can be said about the effects of the transgene with the data 
obtained, these results show the direct relationship between OA and the oxalate oxidase 
activity, as OA infiltration was the treatment that had more differential effect between the 
transgenic and the parent. Moreover, although few genes are differentially expressed, those 
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genes might be the main genes leading the differences in disease response between both plant 
lines. 
3.2.2 Effects of pH on the plant response 
Relative expression changes between the treatments involving water at pH 2.4 (approximate 
pH of the OA solution) versus water at pH 5.5 (approximate pH of the apoplast) can help 
understanding how plants respond to pH changes, in this case acidification of the apoplast, and 
the roles of OA acidity on pathogenesis. Both the AC and the OxO showed the same direction of 
differential expression for all the genes selected in this effect. However, the AC line showed 
stronger modulation for more oligos than the OxO (Table 2.6). Among the highest up‐regulated 
oligos were three matches to the same coding sequence annotated as a cationic peroxidase, 
the spots showed log2 fold changes between 1.43 and 1.69 in the AC. These oligos did not show 
up‐regulation in the OxO line between the two pH values tested, instead the OxO line showed 
up‐regulation of an unknown peptide (also induced in the AC), a gluthatione‐S‐transferase and 
a soybean cinnamyl alcohol dehydrogenase (CAD) mRNA, the latter an important enzyme in the 
biosynthesis of lignins.  
The result, together with the previous finding in the time‐course experiment where cationic 
peroxidases were down‐regulated in the OxO line, indicate that pH might be, in part, 
responsible for modulation of cationic peroxidases. Among the 13 most down‐regulated spots 
in this category (log2 fold change <‐1.40) were several with homology to unknown transcripts, a 
chlorophyll binding peptide, a cell wall precursor and a fatty acid desaurase (Table 2.6). 
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3.2.3 Effects of oxalic acid independent of pH 
OA can exert most of its function in a manner independent of its pH and its ability to acidify the 
environment (Coumo et al., 2005; Kim et al., 2008; Williams et al., 2011). By screening fold 
change values in the comparisons between infiltrations with OA versus infiltrations with water 
at pH2.4 (OA pH) we were able to identify genes that changed in expression due to OA 
independent of pH. Of the 2,459 significantly differentially regulated oligo spots (p‐val<0.001), 
31 showed a log2 fold change greater than 1.4 or smaller than ‐1.4 when comparing OA 
infiltration vs. water infiltration at same pH (Table 2.7).  
Twenty‐two oligos showed induction and only eight showed down regulation in this category. 
The direction of differential expression, induction or down‐regulation, was consistent for all the 
genes selected in both soybean lines. Noteworthy, the highest eight induced microarray spots 
were homologes to genes coding for ferritin or ferritin subunits. These eight oligo spots were 
found to correspond to seven predicted coding sequences. These spots showed an up‐
regulation in both the AC and the OxO lines, with OxO showing a lesser degree of induction as 
compared to the AC line. Apparently, ferritin may be specifically induced by the infiltration of 
OA into the leaves, independent of the pH change. If indeed, OA is directly responsible for 
ferritin induction, the degradation of OA in the OxO plants may explain why the up‐regulation 
of transcripts coding for this protein is not as strong as compared to the AC. 
Other induced oligos upon OA infiltration were three acyl‐synthase/transferase proteins likely 
involved in lipid metabolism, one auxin transporter, and one peroxidase, all of them with higher 
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induction in the AC samples than in the OxO.  A WRKY transcription factor, a pectinesterase, 
and a CHS transcript showed greater induction in the OxO. 
3.2.4 Effects of OA and its pH 
To identify genes that were differentially regulated by the combined effect of OA and its pH, 
and which were not affected by either of these factors independently, the comparison of OA 
infiltrations with water infiltrations at physiological pH (5.5), were analyzed. Oligo spots 
showing log2 fold change greater than 1.4 or smaller than ‐1.4 were selected and those oligos 
already present in the OA effect or pH effect alone were removed. Using the mentioned 
criteria, 191 genes were selected (Table 2.8). All genes showed the same direction of induction 
or repression in both plant genotypes, but AC‐Colibri had, in general stronger responses. The 
phenylpropanoid pathway that was up‐regulated by the combined effect of OA and its pH. Both 
the flavones and the isoflavone pathways showed induction; also a gene in the lignin 
biosynthesis pathway, Caffeoyl‐CoA methyltransferase (COMT) was induced. Several 
cytochrome P450s, two putative resistance genes, and six homologues to glutathione‐S‐
transferases (GST) were also induced. In contrast to previous results (where few spots showed 
down‐regulation at the thresholds set) this particular comparison showed 192 cDNA spot with 
down‐regulation. Most of these down‐regulated genes were related to primary metabolism, 
photosynthesis and several related to iron homeostasis. The observed results may indicate that 
a basal, common defensive response is elicited by the combined effect of OA and its pH, and 
that probably the iron homeostasis is being manipulated. 
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3.3 RNA‐seq 
To add coverage to the transcriptome data, verify microarray results, and to further 
corroborate our hypotheses, four of the samples used in the OA vacuum infiltration microarray 
study were sent for deep sequencing of RNA species (RNA‐seq) with Solexa/Illumina 
technology. The samples were: OxO infiltrated with water at pH 2.4, OxO infiltrated with OA, AC 
infiltrated with water at pH2.4 and AC infiltrated with OA.  
The four libraries each yielded between 30 to 40 million 100 bp reads. After quality checking 
and trimming, reads were aligned to the publicly available soybean genome. About 88% of the 
reads from each library were successfully aligned; 82% aligned uniquely on the genome and 
about 78% aligned uniquely to predicted coding regions (Table 2.9). All further work focuses on 
this later set of reads uniquely aligned to predicted coding genes. A total of 39,885 coding 
sequences, representing 71% of the predicted genes in the soybean genome were matched by 
at least one sequenced read in at least one of the four libraries.  
3.3.1 Differentially expressed genes detected by RNA‐seq 
Four possible comparisons were done by calculating the fold change (log2 ratios of RPKMs) 
between the different libraries for each of the reads, namely: OxO_H2O/AC_ H2O,  
OxO_OA/AC_OA, AC_OA/AC_ H2O, and OxO_OA/OxO_ H2O. The data was then filtered by 
selecting those reads having fold change greater or equal to 3, or smaller or equal to ‐3, this 
being rather a very stringent cut‐off. Also, reads having less than 10 raw counts in all four 
libraries were removed.  
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A total of 936 predicted genes were selected as having the greatest changes in abundance 
between the plant isolines or between the treatments. The genes were classified into 
functional categories, the most abundant type of gene changing in abundance were genes 
related directly to nucleic acids (DNA/RNA), of the 111 genes falling in this category, 96 were 
putative transcription factors constituting 10% of all differentially regulated genes. Signalling 
genes were the second largest category. Primary metabolism genes comprised 9.7% of the 
changing genes and membrane and signaling‐related genes accounted for 9% of the total each 
(Figure 2.10). 
Of the 936 genes, 630 showed up‐regulation in both the AC and the OxO infiltrated with OA 
relative to the samples infiltrated with water at the same pH as OA (2.4). Among this, a group of 
13 auxin related genes were present, indicating that auxin might be modulating in response to 
OA. Also in this group, 20 genes in the secondary metabolism group included 7 genes in the 
terpenoid biosynthesis, and 6 genes in the lignin biosynthesis pathway were present. Eight 
peroxidases and six heavy‐metal transport were also induced in both (Figure 2.11 and Appendix 
B).  
3.3.2 Cross platform comparison 
Of the 39,885 reads from the RNA‐seq that were successfully aligned to a predicted soybean 
coding sequence (Glyma model), 2,219 matched one of the 2,459 significantly differentially 
regulated sequences from the oligo‐based microarrays study that assayed the same RNA 
samples (samples vacuum infiltrated with acidic water or with OA). Matches were found 
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through BLASTing the oligo sequences with all the predicted soybean coding sequences, top 
hits for each of the oligo spots were used.  
To assess the degree of correlation between the two platforms, the Pearson Correlation 
Coefficient (ρ) was calculated for each of the 2,219 genes on corresponding comparisons 
between the log2 intensity ratios of the microarrays and the log2 RPKM ratios of the RNA‐seq 
data. Highly significant positive linear correlation (p‐value <0.0001) was found in the four 
comparisons tested: OxO vs. AC plants infiltrated with water at pH2.4, OxO vs. AC plants 
infiltrated with OA, OA infiltration versus water at pH 2.4 infiltration in AC plants and in OxO 
(Table 2.10 and Figure 2.12).  Although the significance of the positive correlation was high, the 
coefficients were not particularly strong. Several artifacts, including microarray normalization 
and data manipulation, may have influenced this outcome; also, the correlation was measured 
only on transcripts showing differential regulation between samples in the microarray study 
which may also introduce some artifact in the calculation.    
It was suggested previously that the length of transcripts may be a source of bias in RNA‐seq 
experiments as the density of reads would not be uniform along the transcript, and because 
small sequencing errors may have more effect in smaller transcript than in long ones, affecting 
multigene families (Fu et al., 2009; Marioni et al., 2008; Mortazavi et al., 2008). Oshlack and 
Wakefield (2009) hypothesized that the ability of RNA‐seq to detect a differentially regulated 
transcripts depends on the length of the transcript, because the method, which uses RNA 
fragmentation, will give rise to more reads mapping to a longer transcript than to a shorter one. 
Microarrays, in turn, do not present this type of bias. To verify if the RNA‐seq method was 
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introducing biases caused by transcript length in the set of differentially regulated genes 
identified in the microarrays, the differential regulation of the 2,219 coding sequences was 
plotted as a function of their lengths. Seemingly, for this experiment, the RNA‐seq method, or, 
more likely, the way it was analyzed tended to detect higher modulation than the microarrays 
for most of the differentially regulated transcripts. This majority of transcripts have lengths 
ranging in the 200 to 3,000 bases. In turn, long transcripts of 4,000 or more bases did not show 
differences between both methods (Figure 2.13). 
Finally, to assess differences between the two platforms, the 31 spots identified as the top 
modulating ones in the microarray (Table 2.11), were compared side‐by‐side with their best 
Glyma model match in the RNA‐seq data. Three of the microarray spots did not match any 
Glyma model sequenced by the RNA‐seq. Out of the 28 remaining sequences, 21 showed the 
same direction of expression for 21 out of 28 sequences analyzed (Figure 2.14). Also, although 
the differential expression values of the microarray were lower in all cases, they were 
proportional. Discrepancies between RNA‐seq and microarrays were found in seven sequences. 
For one of those sequences, the difference was consistent across the four comparisons. It is 
possible that the oligo sequence was representing a different gene than the one found as the 
best match in the Glyma models. The other six discrepancies were non‐consistent across 
comparisons, but these sequences had very low differential expression values (less than 0.5 up 
or down in either the microarray or the RNA‐seq).  
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3.3.3 Ferritin and iron homeostasis changes induced by OA as detected by RNA‐seq  
The OA infiltration study that used oligo‐based microarrays, identified seven ferritin genes as 
the ones with the highest up‐regulation in OA infiltrated plants. Ferritin is a ubiquitous protein 
that controls iron levels in the cell by storing and releasing it as needed. The microarray results 
suggest that iron levels may be increasing in the cytoplasm in response to OA infiltration. 
Taking advantage of the increased coverage of the transcriptome provided by the RNA‐seq 
study, possible iron homeostasis changes on the infiltrated samples were investigated. Genes 
related to iron were selected from the sequencing data using keyword searchs. A total of 103 
sequences were found; sequences with less than 10 counts in all the libraries were removed, 
leaving a total of 82 genes. These iron‐related genes were classified according to their 
annotation in Phytozome v8.0. Nine groups were identified, namely: vacuolar iron transporters 
(VIT), stabilizers of iron transporter (SufD), iron‐dependent oxygenases, iron‐sulphur cluster 
proteins, iron‐regulated transporters, ferritins, iron reduction‐oxidases, iron superoxide 
dismutases, and cytochrome b561 (Appendix C). The pattern of expression for these 82 genes in 
the four libraries was observed by graphically displaying their RPKM reads (Figure 2.15). The 
display showed that besides ferritin genes in the OA infiltrated samples (which showed the 
highest peaks), one other gene, a cytochrome b561 showed very high induction in the OA 
infiltrated samples. Other iron related genes that showed high induction were AtNRAMP1 in 
the AC treated with water and the OxO treated with OA. Genes coding for Iron‐sulfur clusters‐
containing proteins showed a general induction with some degree of difference between the 
four samples. Both OxO samples consistently showed more induction of ferric 
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reductases/oxidases compared to the AC samples. A Fe‐superoxide dismutase (FeSOD) was 
highly induced in water infiltrated samples.  Taken together, the result supports the earlier 
assumption that iron might be modulating by the infiltration of OA as indicated by the high 
regulation of ferritins and Cytb561.  
3.4 Iron infiltration  
To assess whether the iron modulating property suspected for OA is related to its strong 
capability as a virulent factor for S. sclerotiorum, A. thaliana leaves were infiltrated with 
solutions of either FeSO4 or FeCl3 at three different concentrations (1%, 0.1% and 0.01%), and 
infiltrated leaves were inoculated with the Oah‐ knockout S. sclerotiorum mutant that does not 
secrete OA. For controls, one infiltrated leaf was left without inoculation and one non‐
infiltrated leaf was inoculated. All leaves, inoculated or not, that were  infiltrated with 1% and 
0.1% FeCl3, and leaves treated with 1% FeSO4 quickly necrotized and died in less than 3 hours. 
Leaves infiltrated with 0.01% FeSO4 did not show any response. Leaves infiltrated with 0.01% 
FeCl3 or 0.1% FeSO4 both had the same response: Oah
‐ inoculated leaves showed plug 
attachment after 24 h (Figure 2.16), indicating tissue penetration by mycelia, and non‐
inoculated leaves that were infiltrated with one of these two solutions showed a slight general 
chlorosis (Table 2.12). Control non‐infiltrated leaves that were Oah‐ inoculated did not show 
any plug attachment, indicating no penetration by mycelia, these leaves did not show any other 
symptom. However, for treatments that showed plug attachment (Oah‐ inoculation on 0.01% 
FeCl3 or 0.1% FeSO4 infiltrated leaves) Oah
‐‐induced disease did not progressed normally. 
Rather, a general necrosis spread through the leaf and after 20 days the leaves were completely 
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dead. No further growth of mycelia was observed in the necrotized tissue, indicating that while 
iron infiltration might have initially helped the pathogen to penetrate and infect the host, there 
are other functions that OA exerts to confer infection ability to S. sclerotiorum (Fig 17).   
4. DISCUSSION 
4.1 General conclusions 
Soybean plants with and without oxalate oxidase activity (the OxO transgenic and its parent AC‐
Colibri respectively) were challenged with S. sclerotiorum or infiltrated with OA. The gene 
expression profiling allowed for the identification of genes that modulate during infection and 
those that are probably direct consequence of the OA secreted by the pathogen into the plant.  
In general, plants of the OxO transgenic and AC‐Colibri seemed to respond to the fungal attack 
with the same set of genes, these genes being mostly the known protagonists of basal defense 
response: induction of cell‐wall related transcripts, induction of ethylene, and induction of 
jasmonate pathways  known to be induced by necrotrophic pathogens. The phenylpropanoid 
pathway, a known source of antimicrobial phytoalexins, UV protectants and antioxidants was 
also induced. Induction of cytochromes p450s, and PR‐proteins (including PR‐4 and PR‐5) was 
detected. PR‐5 coding sequences, particularly, showed up‐regulation in both the AC and the 
OxO leaves when they were inoculated with S. sclerotiroum and this result was confirmed with 
qRT‐PCR on different samples than those used for microarrays. PR‐5 were also found highly 
induced in stems inoculated with the fungus in previous studies, however no differential 
expression of PR‐5 was detected in the OA infiltration experiments profiled with microarrays 
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and RNA‐seq, indicating that induction of PR‐5 is  a hallmark of the infection of soybean by S. 
sclerotiorum, and is independent of the presence of OA. 
Down‐regulation of photosynthesis was observed in OxO plants and in the AC line upon 
infection. Down‐regulation of photosynthesis related transcripts is not surprising, as this 
response has been documented as common in plants undergoing biotic stress (Berger et al., 
2007; Bilgin et al., 2010; Zou et al., 2005). The OA infiltration experiments, both the microarray 
and RNA‐seq, showed that down‐regulation of photosynthesis is probably mainly provoked by 
the fungus itself or other factors besides OA, as few photosynthesis‐related genes were found 
on OA infiltrated samples, an those few were only weakly reduced in abundance.  
While most genes in both the transgenic and the parent had the same direction of differential 
expression, however, a remarkable difference between the degrees of up‐ or down‐ regulation 
was evident: the response of AC‐plants was clearly milder than the OxO during the first 24 
hours, followed by an accelerated change in expression in the period between 24 and 36 hours. 
The OxO transgenic, in turn, showed pronounced modulation of those defense‐related genes in 
the first 24 hours to follow with milder changes between 24 and 36 hours (Figures 2.5 and 2.8). 
These differences in defense response between plants able and unable to degrade OA suggest 
that OA probably mollifies the defensive response, and that this may be one of the ways in 
which S. sclerotiorum benefits from its secretion. However, it is also likely that the transgenic 
plants expressing oxalate oxidase, degrade OA and strengthen the defensive response, likely 
due to increased amounts of H2O2 which is one of the products of OA degradation. If OA is 
indeed capable of attenuating the defense response independently of its pH and independently 
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of other factors present during the first hours of infection, it would support the hypothesis of 
Dickman and collaborators (Williams et al., 2011) that OA is able to suppress ROS production to 
initially manipulate the cellular environment. 
4.2 Peroxidases 
Peroxidases are able to oxidize several molecules in the presence of H2O2. They can work to 
remove excess of H2O2 in the cell environment and they have been implicated in lignin 
biosynthesis and in defense to pathogens (Caruso et al., 2001; Moy et al., 2004; Yoshida et al., 
2003). They are also known to function in the oxidation of indole‐acetic acid (IAA) and were 
demonstrated to have antifungal properties due to their ability to inhibit germ‐tube elongation 
in Botrytis cinerea (a close relative of S. sclerotiorum), Fusarium culmorum, and Trichoderma 
viride (Caruso et al., 2001). Several studies tried to differentiate the roles of cationic vs. anionic 
peroxidases, and it was believed that anionic peroxidases were implicated in lignin biosynthesis 
and cationic peroxidases in IAA catabolism (Castillo and Greppin, 1986); however, that 
hypothesis has not been confirmed. A deep study on the kinetics and reactive forms produced 
during the oxidation of IAA by anionic and cationic peroxidases showed that both were able to 
oxidize IAA but with some differences in intermediate forms (Gazaryan et al., 1999).  
Treatments involving inoculation with S. sclerotiorum and OA infiltration both showed 
peroxidase coding sequences modulating in expression. The experiment involving plants of the 
AC‐Colibri genotype inoculated with the fungus identified 15 peroxidases increasing in response 
to S. sclerotiorum infiltration and none being down‐regulated, whereas the OxO showed 17 up‐
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regulated peroxidase coding sequences but also 7 down‐regulated. Down‐regulation of 
peroxidase transcripts in response to pathogens is in disagreement with several studies. 
Peroxidases have been reported to increase in abundance upon infection with pathogens and a 
type of peroxidase is also recognized as a PR protein (PR‐9) (Lagrimini et al., 1987). Peroxidase 
transcripts were also reported to increase in abundance in plants following S. sclerotiorum 
inoculation (Calla et al., 2009; Yang et al., 2007), and the protein levels have been noted to 
increase (Liang et al., 2008).  It is noteworthy, however, that the repressed peroxidases 
identified in the OxO experiment were only of the “cationic peroxidase” type. Interestingly the 
ratio of up‐regulated to down‐regulated peroxidase coding genes was very close to the ratio 
observed in avirulent Pseudomonas syringae challenged soybean leaves, where 14 increased 
and 8 decreased. A comparison between peroxidases from both experiments showed that the 
same sequences were consistent in their direction of modulation in both diseases (Table 2.13), 
possibly suggesting an HR‐like response in the OxO transgenic plants that is effective in 
stopping fungal growth. 
Additionally, some peroxidases were identified in the OA and water infiltration experiments. 
One cationic peroxidase, represented by three different oligo‐sequences in the microarrays, 
was induced in AC by the infiltration with acidic water compared to water at physiological pH, 
and only slightly down‐regulated in OxO. One peroxidase was induced in AC and slightly 
induced in OxO by the infiltration of OA compared with infiltration of acidic water, and this 
sequence corresponds to one of the peroxidases found up‐regulated in the fungus inoculation 
experiments in both genotypes.  
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The results on the peroxidase expression highlight the complexity fo the roles of peroxidases in 
plants and support that different peroxidase isozymes have different functions. These 
observations are in agreement with the conclusions drawn by the previously mentioned study 
by Kachroo et al., (2003) where an H2O2 ‐over‐producing transgenic rice showed up‐regulation 
of several defense‐related genes but a complete suppression of one PR protein coding gene: a 
peroxidase (PIR3). Also, the results suggested that pH changes in the cell might be partially 
responsible for peroxidase modulation, indicated by three oligo‐spots coding for a cationic 
peroxidase being induced in the AC line. It is possible that in AC, where OA is not degraded, the 
pH of the environment is lowered by the presence of OA, and this reduced pH might be related 
to the induction of cationic peroxidases. Whereas in the OxO line, where OA is rapidly 
degraded, the physiological pH might be maintained, cationic peroxidases might be kept at low 
basal levels and suppressed over time. More in‐depth studies would be needed to understand 
why the OxO plants, able to degrade oxalic acid and produce extra amounts of H2O2, would 
down‐regulate cationic peroxidases while up‐regulating other peroxidases.  
4.3 Lignins 
Lignins are biopolymers derived from the oxidative polymerization of hydroxycinnamyl‐ 
alcohols, also known as monolignols. Lignification is very important for structural support to the 
cell wall (Lacombe et al., 1997). The biosynthesis of lignin is part of the phenylpropanoid 
pathway, and enzymes such as PAL, and 4‐Coumarate‐CoA ligase (4CL) are shared in this 
pathway for the synthesis of lignins, flavnoids, isoflavonoids and anthocyanins. Cinnamoyl CoA 
esters are the last common precursor shared between these three phenolic pathways, and they 
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are substrates of both CHS and CCR. CHS is the enzyme leading the synthesis of chalcone and 
subsequent flavonoid and iso‐flavonoids derivatives, and CCR is the first committed step for the 
synthesis of monolignols. Subsequent steps in this pathway are carried out by caffeic acid o‐
methyltransferase (COMT) and cinnamyl alcohol dehydrogenase (CAD) (Lagrimini et al., 1987). 
Besides providing structural support, several studies found direct correlation between lignin 
synthesis and defense against pathogens (Dixon and Paiva, 1995; Hammerschmidt and KuÄ‡, 
1982; Vance et al., 1980; Zabala et al., 2006).  
In the present study, three cDNAs matching to three different Glyma models coding for CCR 
were found to be repressed over time in both the AC and the OxO transgenic lines after 
inoculation with S. sclerotiorum. One of these three Glyma models was also found down‐
regulated in the AC line infiltrated with OA compared to infiltration with water at physiological 
pH. The result conforms to the findings in S. sclerotiorum inoculated stems of Williams82 and 
PI194636 where six cDNA‐microarray spots corresponding to the same three CCR coding Glyma 
models were also down‐regulated (Table 2.3). A COMT coding sequence was also found down‐
regulated in the two stem inoculated genotypes (Calla et al., 2009).  
The previous findings seem to contradict the belief that lignin synthesis is always induced 
during plant defense against pathogens, and seem to support a study where low lignin content 
in node and inter‐node tissues of soybean correlated positively with resistance in different 
cultivars tested (Peltier et al., 2009). However, in the AC and OxO inoculation experiments, 
contrary to the results on stem samples, there was no other lignin‐related coding sequence 
showing down‐regulation. Moreover, one sequence with homology to CCR and two other 
38 
 
sequences with homology to CAD were induced in the inoculated AC plants. Infiltration of acidic 
water showed induction of CAD when compared to infiltration of water at physiological pH in 
the OXO line, and the infiltration of OA showed induction of COMT when compared to water at 
physiological pH coding sequence in the AC line.  
CCR enzymes have been found to share strong homology with dihydroflavonol‐4‐reductase 
(DFR) enzymes, the later an important enzyme in the flavonoid pathway leading to the 
synthesis of anthocyanins. The homology between these enzymes covers most of the peptide 
sequence with the N‐terminal domain having the strongest homology (Lacombe et al., 1997). 
For that reason, annotation of DFR and CCR enzymes using sequence homology between ESTs 
from different species is far from accurate. Table 2.3 shows 11 ESTs corresponding to 7 Glyma 
models with ambiguous annotations in the public databases. To clarify the annotations, the 
peptide sequences of the seven predicted genes were aligned with the well studied CCR 
sequences from Eucaliptus gunii (Lacombe et al., 1997), using  ClustalW (Figure 2.18).  All the 
sequences showed homology to known CCRs along the entire peptide, however, the internal 
amino acid sequence known to code for the most conserved region and putative catalytic site 
of CCRs (NWYCY) (Barakat et al., 2011), was only present in one of the sequences: 
Glyma13g44700.1, which showed strong induction in AC‐Colibri plants inoculated with S. 
sclerotiorum at the three time points tested relative to time zero (Table 2.3). Put together, the 
evidence supports that, most of the sequences previously identified as CCRs in this study, are 
likely DFRs; annotations are ambiguous for ESTs in public databases and, at least for leaves of 
the AC‐Colibri and OxO transgenic plants, we conclude that the lignin pathway does become 
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induced upon infection with S. sclerotiorum and that OA is in part responsible for that 
induction.  
In the case of stems tissues, an additional enzyme in the lignin pathway (COMT) was found 
down‐regulated after infection, suggesting that perhaps down‐regulation of this pathway is a 
tissue specific event, occurring in stems, where the plant may be diverting substrates from the 
lignin pathway to increase the production of defensive flavoniods and isoflavonoids when 
challenged with the fungus. That nodes and internodes levels of lignin are negatively correlated 
with resistance may somehow support this hypothesis, however is important to keep in mind 
that the study by Peltier et al. (2009), does not deal with induction of genes after inoculation 
but with preformed levels of lignins in resistant and susceptible soybean cultivars that were not 
inoculated.    
4.4 Iron and OA relationship 
Microarray and RNA‐seq analysis showed that ferritin becomes highly induced in plants 
infiltrated with OA. Ferritin traps excess iron and converts it to iron minerals which are useful to 
bind toxins and to store iron for other heme‐proteins (Theil, 2007). While in animals ferritin is 
regulated at the translational level, in plants ferritin is regulated at the transcriptional level. 
There are three main inducers of ferritin in plant cells according to studies in Arabidopsis 
thaliana: excess of iron, nitric oxide (NO), and oxidative stress (Briat et al., 1999).  
Several other molecules, besides ferritin, are involved in iron homeostasis in the cell or use iron 
as a cofactor for diverse reactions. As iron can only be uptaken by the cell in its reduced form 
40 
 
(Fe2+), ferric reductases are essential for any organism to be able to acquire iron from the 
environment, where iron is predominantly in the ferric form (Fe3+). Cytochrome b561 
(Cytb561s) are mainly involved in the regeneration of ascorbate by electron transfer (Asard et 
al., 2001; Griesen et al., 2004), but Cytb561s also are involved in iron homeostasis and can act 
as ferric reductases (Vargas et al., 2003). Also, iron mobilization from vacuolar stores in the cells 
require metal transporters, among them  AtNRAMP3 and AtNRAMP4 were proven to be 
responsible for iron mobilization from vacuolar stores to the cytosol during seed germination 
(Lanquar et al., 2005) and to be up‐regulated under iron starvation conditions in Arabidopsis 
(Curie et al., 2000).  
Sequestration of available iron by ferritin is a known counterattack mechanism against 
pathogens in mammals, and several studies have demonstrated that ferritins are also involved 
in plant defense response and other interactions with microorganism. Ferritin accumulation 
was documented in soybean early stages of nodulation (Ko et al., 1987). Transgenic tobacco 
plants expressing an ectopic alfalfa ferritin gene showed a reduced number of necrotic lesions 
after inoculation with tobacco necrosis virus (TNV) as compared to control plants, and also 
smaller lesions when inoculated with the necrotropic pathogens Alternaria alternata and 
Botrytis cinerea (Deak et al., 1999). Detached potato leaves showed to have increased ferritin 
mRNA levels after inoculation with Phytophthora infestans (García Mata et al., 2001). 
Arabidopsis knockout mutations of AtFER1, the most documented ferritin gene from 
Arabidopsis, had increased susceptibility to the bacterial pathogen Erwinia chrysanthemi 
(Dellagi et al., 2005). As a response to iron removal by the plant cell, some pathogens, in turn, 
make use of the so‐called siderophores to enhance their ability to acquire iron from their hosts. 
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Siderophores are low‐molecular‐weight, high‐affinity‐iron binding affinity molecules that help 
microbes obtain iron, they are secreted into hosts, loaded with iron and then transported back 
to the bacteria or fungi via specific transporters (Winkelmann, 2007). Thus, a competition for 
iron often takes place between pathogens and hosts during infection. Ferritins may also play a 
role in iron‐dependent oxidative stress by removing excess of iron from the environment where 
it can react with H2O2 and produce the highly reactive and highly damaging hydroxyl readical 
(OH‐)  (Briat et al., 1999; Ravet et al., 2009). 
Sustaining the idea of OA‐induced iron release in the cytoplasm, Cytb561, a very important 
molecule that plays a role in the iron homeostasis of the cell, was also highly induced in OA 
infiltrated samples. However, RNA‐seq results showed that ferritin was also induced in plants 
infiltrated with water at pH 2.4, although at a much lesser degree, this observation was not 
possible with the microarray results which cannot show absolute values of expression and 
instead only provided the levels of the transcripts in OA infiltrated samples relative to the 
acidic‐water infiltrated samples.    
Interestingly, ferritin was not found to increase in expression in the microarray screenings 
involving S. sclerotiorum infected plants (section 4.1), and it was not reported in other S. 
sclerotiorum gene expression profiles in the past, indicating that if ferritin transcripts increase 
in abundance due to increased iron levels elicited by OA, those levels are not increased within 
the cell when in the presence of the fungus, and thus S. sclerotiorum is either: inhibiting the 
release of iron, or quickly up‐taking the iron trough some siderophore‐like molecule, or 
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inhibiting ferritin mRNA translation or accumulation as a way to increase oxidative stress that 
may lead to PCD.  
The iron infiltration experiment showed that iron might help the pathogen that lacks OA 
secretion in attaching to the leaves, supporting the idea of a role of OA in liberating iron into 
the cell environment for availability to the pathogen. However, the data available cannot, by 
itself prove this theory, and plug attachment, indicative of initial tissue penetration by the 
pathogen, might be a result of increased stress conferred by the infiltration of a very reactive 
ion such as iron. On the other hand, the unexpected necrosis observed on leaves that were 
both infiltrated and inoculated (Figure 2.17) is hard to explain in light of the available data. If 
iron toxicity were in part responsible for the necrosis, leaves that were iron infiltrated but not 
inoculated would also have presented this reaction.    
The results of these experiments open the question of whether ferritin induction is a mark of 
the existence of a nutritional competition between the host and the pathogen, as observed in 
other pathosystems, or rather an automatic response of the plant to counteract the oxidative 
stress induced by OA infiltration, which may explain the mild up‐regulation of ferritin 
transcripts observed also in acidic‐water infiltrated plants. Also, electron transfer in 
photosynthesis and mitochondria require iron, if OA is able to release OA from these 
cytochromes it would be an effective means of stoppingx energy production in the cell and 
would lead to inmediate cell‐death. 
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4.5 RNA‐seq and microarrays as tools  
Comparing results from two different gene expression platforms, microarrays and RNA‐seq, 
using the same samples showed the advantages and disadvantages of each. Hybridization‐
based methods are, in general, known to have limitations as they rely on previously known 
sequences, they have a limited dynamic range and high chance of cross‐hybridization (Wang et 
al., 2009).  In the other hand, RNA‐seq does not require previous knowledge of the sequences 
and in theory it could detect all the transcripts present at a given moment in the cell. 
Normalization and comparison between experiments and samples are also simpler with RNA‐
seq compared to microarrays. 
In the present study, the correlation between values of differential expression from both 
platforms was positive and statistically significant; however, it was not strong with correlation 
values ranging from 0.2 to 0.6. A comparison of the top differentially regulated genes identified 
in the microarray with their corresponding sequences in the RNA‐seq showed that both 
platforms were consistent in the direction and proportion of differential regulation, but RNA‐
seq showed in general higher values of up or down‐regulation and this might be the reason why 
the correlation coefficients are low. A look on the scales in Figure 2.12 corroborate that 
calculated values of differential expression in RNA‐seq are higher. Plotting the differential 
regulation of each gene by transcript length (Figure 2.13), showed that most transcripts fall in 
the range of 100 to 3,000 bases and is for this majority that RNA‐seq estimates higher values, 
while for transcripts of unusual long length (3,500 to 7,000 bases) both platforms perform 
equally in estimating the differential regulation.  
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While several factors may have affected this outcome and they are likely related with the data 
handling. It is likely that for very long transcripts, having more reads per sequence in the RNA‐
seq resulted in a better estimation of its real number in the sample. The comparison between 
samples in the RNA‐seq data was calculated based on ratios between RPKMs, as this value was 
recommended as a good approach to compare between libraries, however, most studies use 
RPKM instead, as a measure of density as it normalizes for both the length and the total 
number of reads.  
Finally, in section 4.4.1 an estimation of the set of genes that might be the top differentially 
regulated genes in the RNA‐seq analysis was performed based on Log2 ratios of RPKMs (section 
4.4.1). This estimation was rather crude and, in fact, the set of genes selected had little overlap 
with the microarray.  A real estimation of statistically significant genes changing in expression 
cannot be done only with the RNA‐seq data as there were no replications, thus any error 
introduced during sample manipulation, pre‐sequencing processing, amplification, sequencing 
and data manipulation cannot be detected. The best use of the RNA‐seq data obtained is in 
combination with the microarray data to corroborate results and assist in identifying the 
precise transcripts that are changing. 
In conclusion, this work has helped in identifying genes and pathways specifically induced by 
OA. The screening provided better understanding and helped develop new hypothesis about 
the role of OA as main virulence factor of S. sclerotiorum.  The available Oah‐ S. sclerotiorum 
and OxO transgenic soybean served as tools to meet this goal.  
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6. TABLES AND FIGURES 
6.1 Tables 
Table 2.1. Primers used for qRT‐PCR. 
Microarray ID  Forward primer  Reverse primer 
Gm‐r1083‐4184  aggcatcagggcacctctcctt  ttcctggcggctgcaacaac 
Gm‐r1021‐3935  taagggcacctgggggatgcaa  cgaccttgtagttagagccagcgg
Gm‐c1026‐2067†  taaagagcaccatgcctatcc  tggttatgtgagcagatgcaa 
†Constitutive control cons15 used for data normalization (Libault et al., 2008) 
 
 
 
 
Table 2.2. Summary of results for the microarray experiment involving the parent line AC‐
Colibri and the transgenic OxO expressing oxalate oxidase enzyme inoculated with S. 
sclerotiorum. Results are for the total of the three time points tested. 
  Total cDNA 
spots 
conforming to 
the statistical 
model 
Differentially 
regulated  
(F‐test p‐value 
<0.0001) 
Highly  
differentially 
regulated  (>4 fold 
change)  Induced   Repressed 
AC‐Colibri  35,731  1,748  734  494  240 
OxO transgenic  36,338  1,454  596  545  51 
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 Table 2.3. Differential expression† of cDNAs coding for ambiguously annotated homologues to cinnamoyl‐CoA 
reductase (CCR) or dihydroflavonol‐4‐reductase (DFR) in four soybean genotypes inoculated with S. sclerotiorum. 
GlymaID  EST ID  Will82¥  PI194639  AC‐Colibri††  OxO transgenic†† 
T14/T8  T14/T8  T12  T24  T36  T12  T24  T36 
Glyma11g29460.3 
AI496533       ‐1.35 ‐1.04  0.13 ‐0.67 ‐2.48  ‐‐  ‐‐  ‐‐ 
AW132589   
     
   
     
       
       
   
‐1.15 ‐0.86  ‐‐  ‐‐  ‐‐  ‐‐  ‐‐  ‐‐ 
AW156703 ‐1.55 ‐1.34  ‐‐  ‐‐  ‐‐  ‐1.31 ‐2.62  0.35 
Glyma12g12230.1  BI320600 ‐0.90 ‐0.92  ‐‐  ‐‐  ‐‐  ‐‐  ‐‐  ‐‐ 
Glyma18g06510.1 
  BF071487 ‐1.46 ‐1.16  ‐‐  ‐‐  ‐‐  ‐1.70 ‐3.34 
‐
0.10 
AW101559 ‐1.27 ‐1.01  0.34 ‐0.96 ‐3.25 
  AI901207  ‐‐  ‐‐  ‐0.16 ‐0.99 ‐2.97 ‐1.79 ‐3.26 
‐
0.24 
Glyma19g00980.1  BF009613 ‐0.44 ‐0.39  ‐‐  ‐‐  ‐‐  ‐‐  ‐‐  ‐‐ 
Glyma13g44700.1  AI522858  ‐‐  ‐‐  1.22  2.10  2.08  ‐‐  ‐‐  ‐‐ 
Glyma12g02250.1  AI441276  ‐‐  ‐‐  0.89  1.70  2.46  ‐‐  ‐‐  ‐‐ 
Glyma09g33820.2  AI437595  ‐‐  ‐‐  0.80  1.33  2.19  2.05  2.10  0.82 
† Differential expression calculated as log2 fold change. 
†† Expression values in AC‐Colibri and OxO are relative to time zero. 
¥ Williams82. 
Will82 and PI194639 data from infected stems (Calla et al., 2009). 
AC‐Colibro and OxO data from infected leaves. 
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 Table 2.4. Pairwise t‐tests performed between the microarray experiment treatment factors. Each of the 
13 tests shed light into one of the four possible effects.  
  Factor 1  Factor 2  (Factor 1 / Factor 2) estimated value is: 
Effects of the 
transegene 
OxO  AC The overall effect of the transgene 
OxO_ H2O pH5.5  AC_H2O pH5.5 The effect of the transgene on infiltration of water at 
physiological pH 
OxO_ H2O pH2.4  AC_H2O pH2.4 The effect of the transgene on infiltration of acidic 
water 
OxO_OA  AC_OA The effect of the transgene infiltration of OA 
Effects of the 
pH 
H2O pH2.4  H2O pH5.5 The overall effect of the pH change  
AC_H2O pH2.4  AC H2O_pH5.5 The effect of the pH on AC‐Colibri plants 
OxO_H2O pH2.4  OxO H2O_pH 5.5 The effect of the pH on OxO plants 
Effects of OA 
independent 
of its pH 
OA  H2O pH2.4 The overall effect of the OA infiltration independent of 
its pH 
AC_OA  AC_H2O pH2.4 The effect of the OA infiltration in AC plants 
independent of OA pH 
OxO_OA  OxO_H2O pH 2.4 The effect of the OA infiltration in OxO plants 
independent of OA pH 
Effects of OA 
and its pH 
OA  H2O_pH 5.5 The overall effect of the OA infiltration 
AC_OA   AC_H2O pH 5.5 The effect of the OA infiltration in AC plants
OxO_OA   OxO_H2O pH 5.5 The effect of the OA infiltration in OxO plants
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 Table 2.5. Differentially regulated genes due to transgene effect. Comparisons between the 
OxO transgenic soybean expressing oxalate oxidase enzyme and its parent AC‐Colibri. 
 
Oligo array ID 
Log2 ratio 
OxO transgenic / AC‐Colibri 
Best match to  
Glyma models  Short annotation 
 
 
Overall 
H20 
pH2.4 
H20 
pH5.5 
 
OA 
 
 
GM36910P097B22    0.90  1.20  0.46  1.03    Glyma10g40700.1    unknown 
GM23555P062F11    0.33  ‐0.13  1.39  ‐0.26    Glyma14g06110.1    no hits 
GM17072P045H08    0.49  0.30  ‐0.29  1.45    Glyma08g41460.2    aminotransferase 
GM12811P034F19    0.45  0.09  0.05  1.22    Glyma12g34770.1    light‐harvesting related 
GM34828P091L04    0.18  0.50  ‐1.17  1.22    Glyma08g28370.1    CONSTANS‐like 2 
GM12594P033M18    0.23  0.13  ‐0.65  1.20    Glyma12g29090.1    2Fe‐2S ferredoxin‐like 
GM04288P012C16    ‐0.56  ‐1.37  0.65  ‐0.95    Glyma02g15430.1    unknown 
GM18471P049B15    ‐0.27  ‐0.11  ‐1.65  0.96    Glyma15g06270.1    unknown 
GM08939P024E11    ‐0.13  ‐0.10  ‐1.41  1.12    Glyma10g12370.1    no hits 
GM08931P024E03    ‐0.16  ‐0.18  ‐1.30  1.00    Glyma10g12370.1    no hits 
GM10186P027I10    ‐0.77  ‐0.25  ‐0.62  ‐1.45    Glyma11g04130.3    TIFY domain 
GM09502P025L22    ‐0.36  ‐0.57  0.89  ‐1.40    Glyma06g12890.3    pathogenesis‐related protein 
 
   
56 
 
 Table  2.6. Differentially regulated genes due to pH change. Comparisons between infiltrations 
with water at pH 2.4 and water at pH 5.5 in the OxO transgenic soybean expressing oxalate 
oxidase enzyme and its parent AC‐Colibri.  
Oligo array ID   
Log2 ratio
H2O pH2.4 / H2O pH 5.5 
Best match to  
Glyma models  Short annotation 
  Overall  OxO  AC     
GM29144P076O08    0.80  ‐0.06  1.69    Glyma18g44310.1    cationic peroxidase 
GM37533P098L21    0.42  ‐0.03  1.59    Glyma18g44310.1    cationic peroxidase 
GM04288P012C16    0.88  ‐0.49  1.52    Glyma02g15430.1    unknown 
GM21343P056J07    0.62  0.00  1.48    Glyma18g44310.1    cationic peroxidase 
GM18162P048E18    0.82  0.12  1.45    Glyma07g37250.2    unknown 
GM25115P066G11    0.84  0.80  1.43    Glyma19g43320.4    peptide‐N‐glycanase 
GM29168P076P08    0.58  0.01  1.42    Glyma14g17850.2    no hits 
GM12479P033H23    1.48  1.29  1.27    Glyma11g13290.1    no hits 
GM12350P033C14    1.47  1.15  0.96    Glyma07g16850.1    glutathione S‐transferase 
GM32514P085K18       1.37     1.39     1.08     Glyma01g02580.1 
 
cinnamyl alcohol 
dehydrogenase 
GM23696P062L08    ‐1.24  ‐0.74  ‐2.05    Glyma11g21400.1    no hits 
GM23204P061G20    ‐0.92  ‐0.84  ‐1.92    Glyma20g00790.1    electron transporter 
GM19688P052E08    ‐1.15  ‐0.67  ‐1.85    Glyma01g40160.1    phototropic responsive 
GM27426P072G18    ‐0.92  ‐0.61  ‐1.66    Glyma08g03750.1    no hits 
GM18452P049A20    ‐1.58  ‐0.73  ‐1.61    Glyma20g28890.1    chlorophyll A‐B binding 
GM18471P049B15    0.07  ‐0.04  ‐1.58    Glyma15g06270.1    unknown 
GM27778P073F10    ‐1.25  ‐0.45  ‐1.56    Glyma08g42660.1    fatty acid desaturase A 
GM35023P092D07    ‐1.48  ‐0.72  ‐1.53    Glyma04g39970.1    unknown 
GM23551P062F07    ‐1.73  ‐1.59  ‐1.48    Glyma18g14490.1    unknown 
GM02240P006N08    ‐0.58  ‐0.31  ‐1.45    Glyma13g37530.1    cell wall protein precursor 
GM01468P004N04    ‐0.65  ‐0.24  ‐1.44    Glyma04g43630.4    Smg‐4/UPF3 family protein 
GM07822P021F22    ‐0.67  ‐0.16  ‐1.41    Glyma19g00270.1    (pep)‐phosphate translocator 
GM36910P097B22    ‐1.78  ‐0.58  ‐1.32    Glyma10g40700.1    unknown 
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Table 2.7. Differentially regulated genes due to OA infiltration independent of its pH. 
Comparisons between infiltrations of OA in leaves of the OxO transgenic soybean expressing 
oxalate oxidase enzyme and its parent AC‐Colibri.   
Oligo array ID   
Log2 ratio
OA/ H2O pH 2.4 
Best match to  
Glyma models  Short annotation 
  Overall  OxO  AC     
GM18681P049K09    4.00  2.98  4.20    Glyma18g43650.1    ferritin 
GM18751P049N07    4.23  3.39  4.04    Glyma18g43650.1    ferritin 
GM14987P040A11    3.49  2.72  3.62    Glyma03g06420.2    ferritin 2 
GM05373P014P21    2.41  1.71  2.40    Glyma11g35610.1    ferritin 3 
GM12232P032N16    2.32  1.74  2.28    Glyma01g31300.1    ferritin 2 
GM18577P049G01    1.90  1.18  2.01    Glyma14g06160.1    ferritin 4 
GM04737P013F09    1.79  1.42  1.91    Glyma02g43040.2    ferritin 4 
GM14944P039O16    1.72  1.13  1.52    Glyma18g02800.2    ferritin 3 
GM37303P098C07    1.28  0.70  1.88    Glyma01g36190.2    auxin efflux carrier family protein 
GM32514P085K18    0.88  0.86  1.77    Glyma01g02580.1    cinnamyl alcohol dehydrogenase  
GM03715P010K19    1.40    1.60    1.65    Glyma09g25470.4    putative acyl‐CoA synthetase 
GM35484P093G12    0.70  1.00  1.61    Glyma02g43990.2    beta‐D‐glucosidase  
GM37068P097I12    1.14  0.61  1.55    Glyma08g18220.1    no hits 
GM31871P083P23    0.81  0.65  1.50    Glyma10g40750.1    phosphoglycerate dehydrogenase 
GM30488P080G08    1.36  1.00  1.50    Glyma06g04430.1    acyl transferase 
GM12369P033D09    0.75  0.85  1.47    Glyma19g01470.1    peroxidase 
GM18777P049O09    0.71  0.50  1.42    Glyma14g04260.1    cysteine proteinase inhibitor 
GM00967P003I07    1.05  1.50  0.93    Glyma01g43880.1    naringenin‐chalcone synthase 
GM18021P047O21    1.24  1.43  0.49    Glyma06g26610.1    blue‐copper‐binding protein 
GM32575P085N07    1.54  1.21  0.46    Glyma08g02160.1    WRKY family transcription factor 
GM28811P076A11    1.49  0.96  0.96    Glyma10g39060.1    acyl‐CoA N‐acyltransferase 
GM36297P095I09    1.41  1.04  0.58    Glyma03g37390.1    pectinesterase 
GM11550P031B06    ‐1.03  ‐0.50  ‐2.15    Glyma02g45170.1    no hits 
GM37336P098D16    ‐0.95  ‐0.51  ‐1.83    Glyma04g40050.1    no hits 
GM25844P068E20    ‐1.46  ‐1.24  ‐1.79    Glyma12g03520.2    membrane transporter (MFS) 
GM24040P063J16    ‐1.22  ‐0.93  ‐1.77    Glyma17g04650.1    no hits 
GM07660P020P04    ‐0.99  ‐0.70  ‐1.70    Glyma14g03580.1    no hits 
GM27219P071O03    ‐1.32  ‐1.15  ‐1.49    Glyma11g11350.3    membrane transporter (MFS) 
GM12235P032N19    ‐0.47  ‐0.46  ‐1.47    Glyma09g34410.1    phosphoribulokinase 
GM23359P061N07    ‐0.81  ‐0.48  ‐1.44    Glyma12g14420.1    ketol‐acid reductoisomerase 
GM17072P045H08    0.05  ‐0.25  ‐1.40    Glyma08g41460.2    aminotransferase 
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Table 2.8. Differentially regulated genes due to OA infiltration. Comparisons between 
infiltrations of OA in leaves of the OxO transgenic soybean expressing oxalate oxidase enzyme 
and its parent AC‐Colibri.   
Oligo array ID   
Log2 ratio
OA / H2O pH 5.5 
Best match to  
Glyma models  Short annotation 
  Overall  OxO  AC     
GM18660P049J12    1.40  0.75  1.69    Glyma18g45260.1    hydroxydihydrodaidzein reductase 
GM04726P013E22    1.10  0.58  1.52    Glyma13g01080.2    4‐coumarate:CoA ligase 2 
GM18247P048I07    0.83  0.98  1.45    Glyma02g42180.1    acyl transferase 
GM31295P082H23    1.41  1.31  1.96    Glyma14g06710.1    acyl transferase 
GM31372P082L04    1.07  0.76  1.56    Glyma12g01780.1    alcohol dehydrogenase 
GM35114P092H02    0.82  1.21  1.40    Glyma12g09800.1    alcohol dehydrogenase 
GM35263P092N07    1.30  1.46  0.97    Glyma04g42740.1    aldehyde dehydrogenase 3H1 
GM14129P037M17    1.55  1.48  0.96    Glyma06g11990.1    aspartyl protease 
GM37256P098A08    1.69  1.60  0.82    Glyma04g37480.1    auxin‐responsive protein 
GM04776P013G24    1.22  0.88  1.41    Glyma07g33780.2    caffeoyl‐CoA O‐methyltransferase 
GM03584P010F08    1.58    1.62    1.20    Glyma10g00470.1    calmodulin 
GM38265P100K09    1.58  1.17  1.70    no matches    chalcone isomerase 
GM38361P100O09    1.63  1.14  1.64    no matches    chalcone isomerase 
GM38169P100G09    1.69  1.20  1.59    no matches    chalcone isomerase 
GM38073P100C09    1.32  1.02  1.41    no matches    chalcone isomerase 
GM09238P025A22    1.70  1.19  1.76    Glyma20g38560.2    chalcone isomerase 
GM38069P100C05    1.70  1.18  1.45    no matches    chalcone synthase, CHS7 
GM38165P100G05    1.67  0.88  1.45    no matches    chalcone synthase, CHS8 
GM38357P100O05    1.67  0.89  1.38    no matches    chalcone synthase, CHS9 
GM38261P100K05    1.47  0.87  1.30    no matches    chalcone synthase, CHS10 
GM03813P010O21    1.50  1.30  0.91    Glyma19g40960.1    chitinase family protein 
GM14070P037K06    1.39  1.22  1.40    Glyma15g01690.2    coatmer 
GM32657P086A17    1.81  1.62  1.75    Glyma11g05530.1    cytochrome P450 
GM03538P010D10    1.77  1.26  2.18    Glyma13g36110.1    cytochrome P450 
GM15500P041F20    1.51  1.38  1.95    Glyma01g33150.1    cytochrome P450 
GM19147P050N19    1.46  0.96  1.41    no matches    cytochrome P450 
GM12288P032P24    1.18  1.01  1.53    Glyma13g36110.1    cytochrome P450 
GM19051P050J19    1.43  1.06  1.28    no matches    cytochrome P450 
GM14432P038J08    1.70  1.78  1.13    Glyma19g01780.1    cytochrome P450 
GM12699P034B03    1.49  1.50  0.90    Glyma13g04670.1    cytochrome P450 
GM10774P029A22    1.65  1.15  1.66    Glyma01g31730.2    dirigent‐like protein 
GM36533P096C05    2.19  1.92  1.79    Glyma09g03100.1    electron carrier 
GM28888P076D16    1.23  1.40  0.58    Glyma04g42760.1    aspartyl protease 
GM09116P024L20    1.49  1.54  1.66    Glyma07g16860.1    glutathione S‐transferase 11  
GM09521P025M17    1.09  1.41  1.63    Glyma18g41350.1    glutathione S‐transferase 11  
GM13951P037F07    1.79  1.67  1.86    Glyma03g16600.1    glutathione S‐transferase 13 
GM04496P012L08    1.80  1.67  1.79    Glyma01g26220.1    glutathione S‐transferase 13 
GM13673P036J17    1.77  1.52  1.72    Glyma10g33650.1    glutathione S‐transferase 15 
GM09377P025G17    1.46  1.69  1.80    Glyma07g16850.4    glutathione S‐transferase 6 
GM18599P049G23    1.16  1.06  1.46    Glyma05g36620.2    heat shock protein 70 
GM01662P005F06    1.41  1.06  1.35    Glyma10g44170.2    homogentisate phytyltransferase 
GM04254P012B06    1.35  1.01  1.52    Glyma16g17680.3    isoflavone reductase‐like 
Contiunes next page… 
59 
 
Table 2.8. (cont.) 
Oligo array ID   
Log2 ratio
H2O pH2.4 / H2O pH 5.5 
Best match to  
Glyma models  Short annotation 
  Overall  OxO  AC     
GM38249P100J17    1.50  0.95  1.50    no matches    isoflavone synthase 2 
GM18857P050B17    1.46  1.00  1.46    no matches    isoflavone synthase 2 
GM38057P100B17    1.44  0.89  1.44    no matches    isoflavone synthase 2 
GM19145P050N17    1.33  1.12  1.33    no matches    isoflavone synthase 2 
GM18953P050F17    1.38  1.03  1.38    no matches    isoflavone synthase 2 
GM19049P050J17    1.31  1.09  1.31    no matches    isoflavone synthase 2 
GM34390P090I22    0.54  1.41  0.54    Glyma08g46670.1    kinase 
GM09576P025O24    0.76  1.57  0.76    Glyma05g03110.3    kinase 
GM04281P012C09    1.27  1.34  1.27    Glyma17g14620.1    lipid‐transfer protein 
GM27455P072H23    1.76  1.55  1.76    Glyma02g26160.1    lipoxygenase 2 
GM29953P079A01    1.12    1.02    1.12    Glyma19g22590.1    lysine histidine transporter 
GM02182P006K22    1.08  1.16  1.08    Glyma16g06750.1    lysine histidine transporter 
GM37222P097O22    1.25  1.23  1.25    Glyma19g22590.1    lysine histidine transporter 
GM15470P041E14    0.59  1.44  0.59    Glyma06g09220.3    malate dehydrogenase 
GM18756P049N12    2.35  1.35  2.35    Glyma11g01350.2    naringenin‐chalcone synthase 
GM13956P037F12    1.54  1.56  1.54    Glyma09g08780.1    naringenin‐chalcone synthase 
GM24994P066B10    0.88  1.52  0.88    Glyma01g01400.1    NB‐ARC disease resistance protein 
GM21103P055P07    0.69  1.74  0.69    Glyma01g01400.1    NB‐ARC disease resistance protein 
GM18574P049F22    1.42  0.12  1.42    Glyma18g16490.1    nitrate transporter 1.7 
GM23555P062F11    1.97  0.33  1.97    Glyma14g06110.1    no hits 
GM01067P003M11    1.85  1.23  1.85    Glyma12g05320.1    no hits 
GM38358P100O06    1.60  0.82  1.60    no matches    phenylalanine ammonia‐lyase 
GM38262P100K06    1.42  0.64  1.42    no matches    phenylalanine ammonia‐lyase 
GM07122P019I18    1.46  0.82  1.46    Glyma10g06600.1    phenylalanine ammonia‐lyase 
GM12430P033F22    0.64  1.41  0.64    Glyma01g26840.2    PAR1 protein 
GM02672P007P08    1.96  0.29  1.96    Glyma06g12900.1    PR protein‐related 
GM09502P025L22    2.20  ‐0.09  2.20    Glyma06g12890.3    PR protein‐related 
GM03138P009C18    1.65  0.55  1.65    Glyma04g42690.2    protein disulfide‐isomerase 
GM20051P053D11    1.46  0.54  1.46    Glyma14g24090.1    protein disulfide‐isomerase 
GM14575P038P07    1.58  0.57  1.58    Glyma06g12090.3    protein disulfide‐isomerase 
GM12055P032G07    1.40  0.53  1.40    Glyma04g42690.2    protein disulfide‐isomerase 
GM34930P091P10    2.03  0.56  2.03    Glyma09g41450.1    peroxidase 
GM32314P085C10    1.51  0.79  1.51    Glyma16g23770.1    phosphotransferase 
GM04049P011I17    1.07  1.72  1.07    Glyma19g39990.1    PME inhibitor 
GM04955P013O11    1.27  1.42  1.27    Glyma09g29340.1    protease inhibitor 
GM09947P026O11    1.31  1.49  1.31    Glyma10g32820.1    protease inhibitor 
GM35036P092D20    1.42  1.59  1.42    Glyma12g13290.1    phosphatase 
GM36975P097E15    1.45  ‐0.25  1.45    Glyma04g40640.2    pseudo‐response regulator 
GM03661P010I13    1.42  1.19  1.42    Glyma06g14820.4    putative chalcone isomerase  
GM10392P028A24    1.47  0.83  1.47    Glyma12g28990.1    putative transport protein 
GM21257P056F17    1.18  1.59  1.18    Glyma19g42220.1    respiratory burst oxidase homolog  
GM06358P017I22    1.04  1.53  1.04    Glyma10g29280.1    respiratory burst oxidase homolog  
GM37865P099J17    0.86  1.43  0.86    Glyma10g29280.1    respiratory burst oxidase homolog  
GM13188P035F12    1.54  1.05  1.54    Glyma16g26110.1    rhomboid protein‐related 
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Table 2.8. (cont.)  
Oligo array ID   
Log2 ratio
H2O pH2.4 / H2O pH 5.5 
Best match to  
Glyma models  Short annotation 
  Overall  OxO  AC     
GM32443P085H19    1.47    1.33    1.45    Glyma20g04820.1    ribonuclease 1 
GM10186P027I10    1.47    0.63    0.01    Glyma11g04130.3    TIFY domain 
GM18301P048K13    0.88    1.28    1.59    Glyma18g16780.1    TIR‐NBS disease resistance protein 
GM35213P092L05    1.35    1.35    1.48    Glyma15g37520.1    UDP‐glucuronosyltransferase 
GM06237P017D21    0.94    1.43    1.63    Glyma18g52700.1    unknown 
GM22872P060I24    1.22    1.14    1.49    Glyma11g07560.1    unknown 
GM14481P038L09    1.61    0.82    1.37    Glyma17g03350.4    unknown 
GM15676P041N04    1.49    0.70    1.24    Glyma17g03350.2    unknown 
GM32256P084P24    1.03    1.62    1.63    Glyma18g47300.1    WRKY family transcription factor 
GM04200P011O24    ‐1.89    ‐0.12    ‐0.73    Glyma08g13360.1    2Fe‐2S ferredoxin‐like  
GM12594P033M18    ‐1.89    ‐0.04    ‐0.69    Glyma12g29090.1    2Fe‐2S ferredoxin‐like  
GM12760P034D16    ‐1.42    ‐0.17    ‐0.42    Glyma05g08590.4    carbonic anhydrase 1 
GM21863P057O23    ‐1.54    ‐0.21    ‐0.68    Glyma15g41580.1    cation efflux 
GM10852P029E04    ‐1.43    ‐0.81    ‐0.58    Glyma07g18150.3    cation exchanger 3 
GM19022P050I14    ‐1.50    ‐0.03    ‐0.68    no matches    chlorophyll a/b binding protein 
GM38126P100E14    ‐1.44    ‐0.44    ‐0.84    no matches    chlorophyll a/b binding protein 
GM18443P049A11    ‐1.42    ‐0.45    ‐0.73    Glyma04g42870.1    chlorophyll a/b binding protein 
GM09387P025H03    ‐1.58    ‐1.13    ‐1.10    Glyma10g38910.1    chlorophyll a/b binding protein 
GM09798P026I06    ‐1.68    ‐0.54    ‐0.93    Glyma19g41540.2    chloroplast RNA binding 
GM17124P045J12    ‐1.41    ‐0.82    ‐1.08    Glyma18g06510.1    cinnamoyl‐CoA reductase  
GM34828P091L04    ‐2.09    0.29    ‐0.88    Glyma08g28370.1    CONSTANS‐like 2 
GM10162P027H10    ‐1.46    ‐0.57    ‐0.81    Glyma19g40400.1    CP12 domain‐containing protein 2 
GM05664P015L24    ‐1.46    ‐0.80    ‐0.93    Glyma10g30130.3    cysteine synthase D1 
GM16372P043K04    ‐1.68    ‐0.59    ‐1.15    Glyma20g01120.1    cytochrome b6f complex  
GM07388P020D20    ‐1.44    ‐0.34    ‐0.68    Glyma07g21150.1    cytochrome b6f complex  
GM37989P099O21    ‐1.61    ‐0.65    ‐0.96    Glyma04g05810.1    dnaJ‐domain superfamily protein 
GM37599P098O15    ‐1.71    ‐0.32    ‐0.95    Glyma05g28900.1    electron carrier/ oxidoreductase  
GM09560P025O08    ‐1.77    ‐0.90    ‐1.13    Glyma10g17570.2    elongation factor family protein 
GM07440P020F24    ‐1.55    ‐0.67    ‐1.07    Glyma10g17570.2    elongation factor family protein 
GM07985P021M17    ‐1.87    0.04    ‐0.87    Glyma15g13090.1    ferric reduction oxidase 7 
GM11471P030N23    ‐1.68    ‐0.42    ‐0.99    Glyma09g02170.1    ferric reduction oxidase 7 
GM12153P032K09    ‐1.45    ‐0.60    ‐1.06    Glyma10g36990.1    fructose‐1,6‐bisphosphatase 
GM05556P015H12    ‐1.96    ‐0.74    ‐1.03    Glyma18g41940.1    fructose‐bisphosphatase 
GM18741P049M21    ‐1.49    ‐0.33    ‐0.75    Glyma07g17180.1    fructose‐bisphosphatase 
GM35310P092P06    ‐2.00    ‐0.77    ‐1.18    Glyma14g01470.1    fructose‐bisphosphate aldolase 
GM12820P034G04    ‐1.62    ‐0.54    ‐0.63    Glyma12g04150.1    fructose‐bisphosphate aldolase 
GM02011P006D19    ‐1.50    ‐0.58    ‐0.88    Glyma04g02100.1    FtsH extracellular protease family 
GM12791P034E23    ‐1.54    ‐0.21    ‐0.65    Glyma19g28240.1    glyceraldehyde 3P‐dehydrogenase 
GM07686P021A06    ‐1.42    ‐0.41    ‐0.76    Glyma04g01750.2    glyceraldehyde‐3P‐dehydrogenase 
GM04975P013P07    ‐1.67    ‐0.14    ‐0.60    Glyma16g01980.4    homeodomain‐like 
GM10277P027M05    ‐1.64    0.03    ‐0.56    Glyma19g45030.1    homeodomain‐like 
GM12095P032H23    ‐2.02    ‐0.06    ‐0.92    Glyma19g45030.1    homeodomain‐like 
GM09382P025G22    ‐1.44    ‐0.08    ‐0.52    Glyma03g42260.4    homeodomain‐like 
GM33694P088L22    ‐1.78    ‐0.14    ‐0.85    Glyma02g11260.1    hydroxyproline‐rich glycoprotein 
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Oligo array ID   
Log2 ratio
H2O pH2.4 / H2O pH 5.5 
Best match to  
Glyma models  Short annotation 
  Overall  OxO  AC     
GM25338P066P18    ‐1.65    ‐0.16    ‐0.78    Glyma01g22620.1    hydroxyproline‐rich glycoprotein 
GM10263P027L15    ‐1.45    ‐0.26    ‐0.66    Glyma10g42800.2    hydroxypyruvate reductase 
GM12323P033B11    ‐1.49    ‐0.25    ‐0.68    Glyma05g27080.1    inorganic carbon transport protein 
GM14751P039G15    ‐1.97    ‐0.72    ‐1.34    Glyma20g33880.1    iron superoxide dismutase 1 
GM18612P049H12    ‐1.96    ‐0.86    ‐1.07    Glyma10g33710.2    iron superoxide dismutase 2 
GM08748P023M12    ‐1.63    0.00    ‐0.95    Glyma01g11640.1    kunitz trypsin inhibitor 1 
GM12811P034F19    ‐1.44    ‐0.27    ‐0.22    Glyma12g34770.1    light‐harvesting protein 
GM04392P012G24    ‐1.68    ‐1.03    ‐1.18    Glyma18g53150.1    lipid transfer like protein 
GM27815P073G23    ‐1.75    ‐0.27    ‐0.87    Glyma03g29330.1    magnesium chelatase 
GM12200P032M08    ‐1.51    ‐0.29    ‐0.62    Glyma03g29330.1    magnesium chelatase 
GM12324P033B12    ‐1.47    ‐0.48    ‐0.74    Glyma19g32070.1    magnesium chelatase 
GM17135P045J23    ‐1.67    ‐0.42    ‐1.03    Glyma08g06820.1    malate dehydrogenase 
GM25518P067H06    ‐1.54    ‐0.22    ‐0.55    Glyma02g00440.1    methyltransferase 
GM17651P046P11    ‐1.49    ‐0.57    ‐0.95    Glyma04g42380.1    plastoquinone dehydrogenase 
GM08939P024E11    ‐2.14    0.39    ‐1.02    Glyma10g12370.1    no hits 
GM08931P024E03    ‐1.76    0.55    ‐0.75    Glyma10g12370.1    no hits 
GM37960P099N16    ‐1.55    ‐0.65    ‐0.83    Glyma11g26490.1    no hits 
GM14839P039K07    ‐1.51    0.00    ‐0.88    Glyma02g17350.2    no hits 
GM07396P020E04    ‐1.47    0.07    ‐0.76    Glyma18g40100.1    no hits 
GM10606P028J22    ‐1.44    ‐0.63    ‐0.93    Glyma07g16250.2    one helix protein 
GM37595P098O11    ‐1.87    ‐0.50    ‐0.93    Glyma08g24280.3    oxidoreductase 
GM07366P020C22    ‐1.56    ‐0.47    ‐0.94    Glyma20g12740.1    phosphate translocator 
GM12804P034F12    ‐1.63    ‐0.43    ‐0.81    Glyma15g41540.2    phosphoglycerate kinase  
GM36657P096H09    ‐1.52    ‐0.71    ‐1.10    Glyma11g19400.1    phosphoglycerate mutase 
GM12224P032N08    ‐1.51    ‐0.33    ‐0.71    Glyma03g42240.3    photosystem I subunit 
GM14440P038J16    ‐1.46    ‐0.19    ‐0.73    Glyma04g12510.1    photosystem I subunit 
GM15517P041G13    ‐1.80    ‐0.57    ‐0.93    Glyma06g05810.1    photosystem I subunit 
GM18522P049D18    ‐1.43    ‐0.35    ‐0.41    Glyma01g38750.1    photosystem I subunit 
GM19010P050I02    ‐1.52    ‐0.05    ‐0.64    no matches    plastocyanin precursor 
GM19106P050M02    ‐1.51    ‐0.08    ‐0.65    no matches    plastocyanin precursor 
GM38018P100A02    ‐1.40    ‐0.25    ‐0.80    no matches    plastocyanin precursor 
GM12815P034F23    ‐1.41    ‐0.64    ‐0.81    Glyma17g34690.1    P‐protein precursor 
GM17427P046G03    ‐1.40    ‐0.32    0.00    Glyma17g34690.2    P‐protein related 
GM00750P002P06    ‐1.76    ‐0.23    ‐0.93    Glyma14g10820.1    P‐protein related 
GM27743P073D23    ‐1.58    ‐0.90    ‐1.10    Glyma10g24540.1    protein kinase 
GM20511P054G15    ‐1.49    ‐0.51    ‐0.94    Glyma10g24540.1    protein kinase 
GM37606P098O22    ‐1.70    ‐0.78    ‐1.06    Glyma06g18640.1    RAB GTPase homolog 
GM08921P024D17    ‐1.41    ‐0.39    ‐0.50    Glyma17g10990.4    ribulose‐5‐phosphate‐3‐epimerase 
GM13090P035B10    ‐1.41    0.00    ‐0.84    Glyma08g24760.1    ripening related 
GM18925P050E13    ‐1.52    ‐0.11    ‐0.57    no matches    rubisco small chain precursor 
GM19117P050M13    ‐1.44    ‐0.09    ‐0.56    no matches    rubisco small chain precursor 
GM19021P050I13    ‐1.42    ‐0.09    ‐0.59    no matches    rubisco small chain precursor 
GM07797P021E21    ‐1.57    ‐0.46    ‐0.93    Glyma08g13160.1    SHOOT1 protein [Glycine max] 
GM12183P032L15    ‐1.52    ‐0.09    ‐0.74    Glyma11g04530.2    single hybrid motif superfamily 
Contiunes next page… 
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Table 2.8. (cont.)  
Oligo array ID   
Log2 ratio
H2O pH2.4 / H2O pH 5.5 
Best match to  
Glyma models  Short annotation 
  Overall  OxO  AC     
GM07293P019P21    ‐1.47    ‐0.78    ‐0.93    Glyma15g39070.1    solanesyl diphosphate synthase 1 
GM37958P099N14    ‐1.73    ‐0.64    ‐1.10    Glyma10g40930.1    stress enhanced protein 1 
GM18501P049C21    ‐2.05    ‐0.77    ‐1.01    Glyma16g10880.3    terpenoid biosynthesis 
GM34067P089L11    ‐1.64    ‐0.49    ‐0.85    Glyma06g30000.1    tetratricopeptide repeat like 
GM16599P044D15    ‐1.60    ‐0.54    ‐1.02    Glyma06g12710.1    thioredoxin 
GM08886P024C06    ‐1.60    ‐0.62    ‐0.90    Glyma18g47850.1    thioredoxin F2 
GM08877P024B21    ‐1.81    ‐0.94    ‐1.21    Glyma05g04210.1    translation elongation factor 
GM36092P094P20    ‐1.44    ‐0.53    ‐0.65    Glyma15g40370.2    translation initiation factor 
GM00597P002I21    ‐1.45    ‐0.40    ‐0.77    Glyma18g01410.1    unknown 
GM07952P021L08    ‐1.65    ‐0.63    ‐0.71    Glyma10g40700.1    unknown 
GM35308P092P04    ‐1.74    ‐0.01    ‐0.75    Glyma07g16130.1    unknown 
GM27143P071K23    ‐1.48    ‐0.34    ‐0.80    Glyma06g15200.1    unknown 
GM37557P098M21    ‐1.42    ‐0.48    ‐0.76    Glyma19g03390.1    unknown 
GM10636P028L04    ‐1.47    ‐0.16    ‐0.72    Glyma08g26280.1    unknown 
GM22661P060A05    ‐2.17    ‐0.71    ‐1.41    Glyma07g08150.1    unknown 
GM09982P026P22    ‐1.80    ‐0.69    ‐0.98    Glyma18g07310.1    unknown 
GM25250P066M02    ‐1.71    ‐0.68    ‐0.86    Glyma10g40700.1    unknown 
GM24890P065N02    ‐1.46    ‐0.30    ‐0.92    Glyma07g08150.1    unknown 
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 Table 2.9. Summary of reads obtained by RNA‐seq analysis. Sequenced RNA from the 
OxO transgenic soybean and its parent AC‐Colibri after vacuum infiltration treatments 
with water with pH adjusted to 2.4 or oxalic acid. 
Library 
name    Soybean line 
Total reads 
sequenced 
Total number of 
uniquely aligned 
reads† 
AC_H2O    AC‐Colibri parent line 34,633,488 26,882,986 (77.6%)
AC_OA    AC‐Colibri parent line 41,734,185 32,735,158 (78.4%)
OxO_H2O    80(30)‐1 transgenic 30,066,023 23,311,016 (77.5%)
OxO_OA    80(30)‐1 transgenic 31,037,297 24,306,468 (78.3%)
†Reads were quality checked and trimmed, trimmed reads with less than 30bp were removed and 
remaining reads were aligned to the soybean genome. Only reads that uniquely mapped to coding 
sequences with less than 2 mismatches every 36bp are reported. See methods for more details. 
 
 
 
 
Table 2.10. Correlation between the microarray and the RNA‐seq results. 
The Pearson Correlation Coefficient (ρ) was calculated to assess the 
degree of positive correlation between the two platforms. 
Comparison tested  ρ  p‐value 
OxO inf. with H2O pH2.4 v. AC inf. with H2O pH2.4  0.4510  <0.0001 
OxO inf. with OA v. AC inf. with OA   0.6146  <0.0001 
AC inf. with OA v. AC inf. with H2O pH2.4  0.3684  <0.0001 
OxO inf. with OA v. AC inf. with H2O pH2.4  0.2616  <0.0001 
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 Table 2.11. Top 31 genes modulating in expression in the OxO transgenic soybean and its 
parent AC‐Colibri upon infiltration with oxalic acid, water at pH 5.5 or water at pH 4.2. 
Microarray results.   
Oligo Array ID 
Best match to  
Glyma models 
Short 
annotation  DR†  Comparison 
GM18681P049K09     Glyma18g43650.1      ferritin     UP     OA vs. H2O at pH 2.4 in OxO  
GM18751P049N07     Glyma18g43650.1      ferritin     UP     OA vs. H2O pH 2.4 
GM14987P040A11     Glyma03g06420.2      ferritin 2     UP     OA vs. H2O pH 2.4 in OxO  
GM05373P014P21     Glyma11g35610.1      ferritin 3     UP     OA vs. H2O pH 2.4 
GM12232P032N16     Glyma01g31300.1      ferritin 2     UP     OA vs. H2O pH 2.4 
GM18577P049G01     Glyma14g06160.1      ferritin 4     UP     OA vs. H2O pH 2.4 in OxO  
GM37303P098C07     Glyma01g36190.2      auxin related     UP     OA vs. H2O at pH 5.5 in AC‐Colibri 
GM32514P085K18     Glyma01g02580.1      CAD     UP     OA vs. H2O at pH 5.5 in AC‐Colibri 
GM35484P093G12     Glyma02g43990.2      glucosidase     UP     OA vs. H2O at pH 5.5 in AC‐Colibri 
GM37068P097I12     Glyma08g18220.1      no hits     UP     OA vs. H2O at pH 5.5 in AC‐Colibri 
GM03538P010D10     Glyma13g36110.1      no hits     UP     OA vs. H2O at pH 5.5 in AC‐Colibri 
GM18756P049N12     Glyma11g01350.2      CHS     UP     OA vs. H2O at pH 5.5 in AC‐Colibri 
GM00967P003I07     Glyma01g43880.1      CHS     UP     OA vs. H2O at pH 5.5 
GM09502P025L22     Glyma06g12890.3      PR protein     UP     OA vs. H2O at pH 5.5 in AC‐Colibri 
GM36533P096C05     Glyma09g03100.1      electron carrier     UP     OA vs. H2O at pH 5.5 
GM37533P098L21 
  
Glyma18g44310.1  
  
cationic 
peroxidase    
UP     OA vs. H2O at pH 5.5 in AC‐Colibri 
GM34930P091P10     Glyma09g41450.1      peroxidase     UP     OA vs. H2O at pH 5.5 in AC‐Colibri 
GM36297P095I09     Glyma03g37390.1      pectinesterase     UP     OA vs. H2O at pH 5.5 
GM18021P047O21 
  
Glyma06g26610.1  
  
blue copper‐
binding protein    
UP     OA vs. H2O at pH 5.5 
GM32575P085N07     Glyma08g02160.1      no hits     UP     OA vs. H2O at pH 5.5 
GM12095P032H23     Glyma19g45030.1      no hits     DOWN     OA vs. H2O at pH 5.5 in AC‐Colibri 
GM34828P091L04     Glyma08g28370.1      CONSTANS‐like     DOWN     OA vs. H2O at pH 5.5 in AC‐Colibri 
GM18471P049B15     Glyma15g06270.1      Unknown     DOWN     OA vs. H2O at pH 5.5 in AC‐Colibri 
GM08939P024E11     Glyma10g12370.1      no hits     DOWN     OA vs. H2O at pH 5.5 in AC‐Colibri 
GM22661P060A05     Glyma07g08150.1      unknown     DOWN     OA vs. H2O at pH 5.5 in AC‐Colibri 
GM18501P049C21     Glyma16g10880.3      terpenoids     DOWN     OA vs. H2O at pH 5.5 in AC‐Colibri 
GM17072P045H08     Glyma08g41460.2      aminotransferase      DOWN     OA vs. H2O at pH 5.5 in AC‐Colibri 
GM07660P020P04     Glyma14g03580.1      no hits     DOWN     OA vs. H2O at pH 5.5 in AC‐Colibri 
GM24040P063J16     Glyma17g04650.1      no hits     DOWN     OA vs. H2O at pH 5.5 in AC‐Colibri 
GM11550P031B06     Glyma02g45170.1      no hits     DOWN     OA vs. H2O at pH 5.5 in AC‐Colibri 
GM23696P062L08     Glyma11g21400.1      no hits     DOWN     H2O at pH 2.4 vs H2O at pH 5.5 
†DR = Direction of differential expression 
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Table 2.12. Response of A. thaliana to infection with oxalic acid deficient 
S. sclerotiorum mutants after infiltration of leaves with solutions of iron 
salts. 
    Iron salt concentration 
    1%    0.1%    0.01% 
FeCl3    died within 3 h    died within 3 h    response 
† 
FeSO4    died within 3 h    response 
†    no response 
†The leaves showed plug attachment indicative of initial mycelia penetration. 
 Table 2.13. Comparison of expression of peroxidase‐coding sequences between soybean plants inoculated with S. 
sclerotiorum and Pseudomonas syringae.  
S. sclerotiorum infection  P. syringae infection† 
Gene ID  OxO‐transgenic  AC‐Colibri  Resistant  Susceptible 
12  24  36  12  24  36  2  8  24  2  8  24 
AW278321 4.02 4.04 4.53 4.16 4.98 5.27 0.99 16.80 17.90 4.77  3.97  5.01 
AI443866 0.64 1.82 2.62 0.56 0.97 2.55 0.66 5.77 6.42 0.20  ‐0.36  1.59 
AI495369 1.86 3.25 3.81 2.23 3.18 4.51 -1.40 10.60 9.39 ‐0.18  3.26  0.63 
AI496350 1.50 2.71 3.06 0.84 1.74 2.68 0.94 11.50 15.90 1.32  1.58  1.76 
AI496388 0.93 2.45 3.90 0.81 1.71 3.53 -0.17 5.83 7.20 ‐1.70  ‐0.29  0.62 
AI442651 0.00 0.00 0.00 0.00 0.00 0.00 2.44 7.48 4.51 3.18  6.39  1.51 
AW666043 0.98 2.46 3.44 0.65 1.38 2.74 3.15 12.10 10.50 3.75  5.35  1.78 
AI496108 0.97 2.02 1.86 0.0 0.0 0.0 -0.33 -2.55 6.92 ‐0.50  ‐1.11  ‐1.27 
AI437837 0.00 0.00 0.00 0.0 0.0 0.0 1.19 -3.64 3.74 0.08  ‐1.08  ‐1.19 
AW666030 0.00 0.00 0.00 0.0 0.0 0.0 1.58 10.50 7.78 2.40  8.57  3.90 
AW278308 0.00 0.00 0.00 0.0 0.0 0.0 0.84 5.33 8.61 0.21  1.19  5.26 
AW185928 0.00 0.00 0.00 0.0 0.0 0.0 2.29 -0.92 6.85 1.89  ‐0.60  ‐1.47 
AI938527 0.00 0.00 0.00 0.0 0.0 0.0 -0.05 5.58 9.48 0.05  3.36  1.88 
AI441922 0.00 0.00 0.00 0.0 0.0 0.0 -0.89 2.02 3.89 ‐1.26  4.51  1.33 
AW278526 0.00 0.00 0.00 0.0 0.0 0.0 1.51 -5.27 4.55 0.76  ‐0.67  0.83 
AW132280 0.00 0.00 0.00 0.0 0.0 0.0 -1.61 -9.64 -7.26 ‐1.01  ‐1.40  ‐3.53 
AI441522 -0.37 -1.61 -2.70 0.0 0.0 0.0 -0.98 -13.80 -12.80 ‐1.41  ‐3.75  ‐3.76 
AI495621 -0.25 -1.47 -2.40 0.0 0.0 0.0 -1.50 -13.80 -12.90 ‐1.55  ‐4.72  ‐4.44 
AI443846 0.00 0.00 0.00 0.0 0.0 0.0 0.78 -9.53 -6.33 0.58  ‐1.95  ‐3.00 
AW278809 0.00 0.00 0.00 0.0 0.0 0.0 -0.27 -13.90 -4.32 ‐0.60  ‐4.41  ‐2.84 
AW458608 0.00 0.00 0.00 0.0 0.0 0.0 -0.64 -4.89 -9.47 ‐1.04  ‐1.25  ‐4.46 
AI938378 0.00 0.00 0.00 0.0 0.0 0.0 -0.05 -8.88 -8.71 ‐0.37  ‐4.09  ‐6.19 
†Data for P. syringae infected soybean is from Zou et al., 2005.
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6.2 Figures 
 
 
 
 
 
   
A. 
B. 
 
Figure 2.1. Oxalate, its synthesis in the fungus S. sclerotiorum (panel A), and its degradation 
in plants that express oxalate oxidase (OxO) enzyme (panel B). Oah: oxalate acetylhydrolase. 
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A. 
 
 
B.   
 
Figure 2.2. Microarray slide hybridization layout. Panel A: design used in the 36‐hours time 
course experiment, circles represent samples of either AC or OxO; Panel B: design used in 
the oxalic acid infiltration experiment. Arrows represent slides with two hybridized samples, 
circles represent the samples. hpi: hours after inoculation; AC: AC‐Colibri soybean line; OxO: 
oxalate oxidase expressing transgenic soybean, OA: oxalic acid. 
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 Figure 2.3. Hierarchical cluster of significantly differentially regulated cDNAs in the AC‐Colibri 
parent plants across three time points. Results derived from microarray experiment. Marks on 
the right show some general representative genes and pathways in those clusters.    
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 Figure 2.4. Hierarchical cluster of significantly differentially regulated cDNAs in the OxO‐
transgenic line across three time points. Results derived from microarray experiment. Marks on 
the right show the presence of representative genes in those clusters and are not precise.    
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 Figure 2.5. Transcripts reduced in abundance in plants inoculated with S. sclerotiorum. 
Seventeen transcripts that were identified in both experiments are compared. Each line 
represents a transcript. A difference in pattern of down‐regulation is observed between 
the parent line AC‐Colibri and the transgenic expressing oxalate oxidase enzyme (OxO).  
 
 
Figure 2.6. Venn diagrams showing number of genes up‐ and down‐regulated in each of the 
two experiments, one involving the AC‐colibri parent line (AC) and other the transgenic 
expressing oxalate oxidase enzyme (OxO).  
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Figure 2.7. Clustering significantly differentially regulated cDNAs from the AC‐Colibri time‐
course microarray experiment and from a different microarray experiment involving the 
Williams82 (highly susceptible) and PI194639 (partially resistant) lines (Calla et., al 2009), shows 
that most of the selected genes behave similarly in the three lines when challenged with S. 
sclerotiorum. T14vT8_W: Comparison between 14 and 8 hours after inoculation in Williams82; 
T14vT8_PI: Comparison between 14 and 8 hours after inoculation in PI194639. Labels at the 
right side show representative genes on the clusters. 
 
73 
 
  
Figure 2.8. Defense‐related transcripts that increased in abundance in plants inoculated 
with S. sclerotiorum. Seventy transcripts that were identified in both genotypes are 
compared. Each line represents a transcript. A difference in the pattern of up‐regulation is 
observed between the parent line AC‐Colibri and the transgenic expressing oxalate oxidase 
enzyme (OxO).  
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Figure 2.9. Comparison of qRT‐PCR results and microarray in two cDNAs coding for PR‐
5 protein in two lines: the parent AC‐Colibri and the transgenic OxO expressing oxalate 
oxidase enzyme, at two time points 12 and 24 h. 
†All fold expressions are relative to time zero control of the same line.  
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 Figure 2.10. Functional classification of the top differentially expressed genes according to 
RNA‐seq analysis.  
 
 
 
Figure 2.11. Genes commonly up‐ and down‐regulated upon infiltration of oxalic acid 
in the parent soybean line AC‐Colibri and the transgenic OxO expressing oxalate 
oxidase enzyme. Results from RNA‐seq analysis.  
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Figure 2.12. Correlation between microarray and RNA‐seq data. Y‐axes : microarray data; X‐
axes: RNA‐seq data. Legends at the right of each plot show the number of genes tested, the 
Pearson Correlation Coefficient and its p‐value.  
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Figure 2.13. Effects of transcript length on the estimated differential expression by RNA‐seq 
compared to microarray.  
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 Figure 2.14. Comparison between values of differential expression detected by microarrays (empty 
bars) and RNA‐seq (balck bars) for the top 28 differentially regulated oligo‐spots detected in the 
microarray experiment. AC: AC‐Colibri; OxO: oxalate oxidase expressing transgenic; OA: oxalic acid 
infiltration; H2O: water at pH 2.4 (same pH as OA).  
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 Figure 2.15. Reads per kilobase per million of 82 genes related to cell iron homeostasis sequenced by RNA‐seq on four samples: 
AC_H2O: AC‐Colibri line infiltrated with water pH 2.4;  AC_OA: AC‐Colibri line infiltrated with oxalic acid; OxO_H2O: oxalate oxidase 
expressing transgenic soybean infiltrated with water pH 2.4; OxO_OA: oxalate oxidase expressing transgenic soybean infiltrated with 
oxalic acid. 
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 Figure 2.16. Response of A. thaliana to inoculation with OA‐deficient S. sclerotiorum mutant 
(Oah‐) after infiltration with iron solutions. After 24 of infiltration with 0.01% FeCl3 or 0.1% 
FeSO4, leaves show plug attachment (left panel), indicative of mycelia penetrating the tissue. 
Infiltration with 0.01% FeSO4 did not show plug attachment, this is the normal response of non‐
treated leaves to inoculation with strains of S. Sclerotiorum unable to produce OA (right panel).    
 
 
Figure 2.17. Response of A. thaliana to infiltration with a 0.01% FeSO4 and/or 
inoculation with actively growing mycelia of S. sclerotiorum Oah‐ mutant. Infiltrations 
were done with a syringe. Photo was taken 25 days after treatments right after 
detaching from the plant.   
81 
 
 Figure 2.18. ClustalW alignment of sequences annotated as cinnamoyl Co‐A reductase (CCR) or 
CCR‐like with known CCRs from Eucaliptus gunii. The alignment shows that only one of the 
soybean sequences contains the internal peptide that is presumed to be the catalytic site of 
CCRs (boxed). 
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CHAPTER 3 
SCREENING OF SOYBEAN AND SCLEROTINIA SMALL RNAS SPECIES EXPRESSED DURING 
DISEASE 
 
1. BACKGROUND 
1.1 Sclerotinia sclerotiorum 
Sclerotinia sclerotiorum is a cosmopolitan necrotrophic fungal plant pathogen, causal agent of 
the white mold disease. Among the most economically important hosts of this pathogen is 
soybean [Glycine max (L.) Merr.]. In this host, germinating ascospores penetrate and colonize 
dying flower tissue. Infected flowers may fall onto other plant parts, and if the humidity is high 
and temperature low, the mycelia from the infected flower will kill the green tissue to 
penetrate and colonize it. Under ideal conditions for the pathogen, the disease spreads quickly 
and can kill or render the plants unable to produce viable seed.  
1.2 Small RNAs 
In the last decade, the importance of endogenous small RNAs in gene regulation has been 
widely recognized. Several studies in animals, plants and microorganisms quantify and 
characterize these small molecules that control gene expression through the process known as 
RNA interference (RNAi) that includes RNA cleavage, translational repression or chromatin 
modification.  
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Plant small RNA populations that are able to silence genes are largely comprised of micro RNAs 
(miRNAs) and small interfering RNAs (siRNAs), both of which are derived from double‐stranded 
RNAs. miRNAs often originate from genomic loci, while siRNAs may originate from antisense 
mRNAs, transposons, heterochromatic DNA, viruses or artificially introduced double‐stranded 
RNA. In plants, double‐stranded RNA precursors of miRNAs and siRNAs are processed by DICER 
or DICER‐like enzymes (DCL) to form 20‐24 base double‐stranded intermediates. Mature forms 
of miRNAs and siRNAs are then loaded into the RNA‐induced‐silencing‐complex (RISC) that 
directs the cleavage (or translation inhibition) of complementary mRNA. The RISC complex core 
component is the argonaute (AGO) protein, AGO is essential for all known RNAi processes 
known in plants and metazoans (Bartel, 2004; Jones‐Rhoades et al., 2006; Kurihara and 
Watanabe, 2004).  In general, siRNAs and miRNAs species cannot be differentiated by their 
biochemical structure or by their final function, but are differentiated by their origin, molecular 
precursors, evolutionary conservation and final targets (Bartel, 2004).  
From their discovery, the regulatory role of miRNA has been linked to developmental and 
physiological processes, and siRNA were shown to function in the suppression of exogenous or 
endogenous potentially harmful RNA molecules, such as RNA coming from transgenes, 
transposon copying intermediates or viruses  (Poethig et al., 2006). Later on, the identification 
of several A. thaliana miRNA families targeting genes coding for laccases and superoxide 
dismutases (Jones‐Rhoades and Bartel, 2004) primed the theory that the small RNA pathway 
also plays roles in regulating genes in response to biotic and abiotic stresses in plants.   
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Small RNAs of different types, including siRNAs and miRNAs, take part in the intricate arm race 
between plants and pathogens. Most of these cases have involved miRNAs, but this may be 
simply because they can be recognized with more ease than siRNAs. In a seminal study, Navarro 
et al., (2006) reported that miR393 enhanced the repression of auxin responsive genes after 
elicitation of A. thaliana with the bacterial microbe‐associated molecular pattern (MAMP) flg22, 
making the plant more resistant to bacteria. The role of miR393 was later validated and 
extended by Fahlgren et al., (2007) in a study where A. thaliana inoculated with Pseudomonas 
syringae pv. tomato (DC3000 hrcC ‐), a strain deficient in a core component of the type‐three 
secretion system (TTSS), showed strong up‐regulation of miR393 at three hours after 
inoculation. Two other miRNA, miR167 and miR160, that target auxin response factors, were 
also found to increase in abundance in Arabidopsis undergoing basal resistance. In a later study, 
it was demonstrated that the miRNA pathway is a key player in basal defense elicited by 
bacterial pathogens (Navarro et al., 2008) and that several effectors act as bacterial suppressors 
of RNA silencing (BSR), similarly to the known viral suppressors of RNA silencing (i.e. p19 , p21 
and Hc‐Pro).  Katiyar‐Agarwal et al., (2006) found a natural antisense endogenous siRNA (nat‐
siRNA) that was specifically induced by P. syringae pv. tomato carrying the effector AvrRpt2. In 
a high‐throughput sequencing study involving Arabidopsis roots inoculated with the cyst 
nematode Heterodera schachtii, miRNAs from 13 families were found to be differentially 
expressed, and targets from six of those families were confirmed to have an inverse 
accumulation correlation (Hewezi et al., 2008).  
On the pathogen side, little is known about genes expressed early during infection, and much 
less is known about pathogen small RNAs. Several fungi were studied to determine their small 
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RNA repertoire, most being non‐plant pathogens. The filamentous fungus Aspergillus fumigatus 
was screened for small RNA species, a variety of tRNA derived sequences, small nuclear RNAs 
(snRNA), and small nuclolar RNAs (snoRNA) were found (Jochl et al., 2008). This study did not 
find any small RNA reminiscent of regulatory small RNAs, namely siRNAs or miRNAs. Other 
species: Sacharomyces  castellii, Kluyveromyces polysporus and Candida albicans (the most 
common yeast pathogen of humans), were analyzed in a study where these three close 
relatives of Sacharomyces cerevisiae (the yeast which is known to lack an RNAi pathway) were 
compared side‐by‐side for their small RNA content (Drinnenberg et al., 2009). The three 
budding yeasts were found to have small RNA species, and also non‐canonical RNAi pathways, 
demonstrating that S. cerevisiae has lost the pathway in an evolutionary step. Besides the 
siRNAs found in the three budding yeasts, long‐terminal repeat retro‐transposons derived small 
RNAs (LTR‐sRNAs), tRNAs, and other long inverted repeats were found to be abundant in their 
small RNA repertoire.  
In a recent study, appresoria and mycelia tissues from Magnaporte grisacea were subjected to 
deep sequencing of small RNA species using Roche 454 technology (Nunes et al., 2011).  To 
date, this study seems to be the only report on small RNA species in a plant fungal pathogen. 
The study revealed mainly tRNAs fragments and matches to LTR‐sRNAs on the two tissues 
analyzed. Inactivation by antisense expression of a protein phosphatase and silencing of a gene 
through transformation of S. sclerotiorum with a cassette containing a portion of a gene 
duplicated in opposite orientation (Erental et al., 2007) , demonstrated that this fungus does 
possess an RNAi machinery. Also, a study about the origin and evolution of small RNA pathways 
suggested that S. sclerotiorum contains AGO and DCL homologs in its genome, although they 
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show differences from their plant and animal counterparts, indicating that its RNAi pathway(s) 
may be non‐canonical (Grimson et al., 2008).  Sequencing of Neuropspora crassa small RNA 
species found several “miRNA‐like” sequences, based on the identification of potential hairpin 
precursor for this small RNAs (Lee et al., 2010), however the size distribution of these 
sequences peaked at 19 and 25‐bases length suggesting a different biogenesis. Also these 
identified miRNA‐like genes did not have any homologues outside the Neurospora genus in the 
public databases. To date, miRNAs are considered to be absent in fungi.   
1.3 miRNA targets 
While siRNA targets are often their own precursors leading to auto‐silencing in a perfect 
complementarity fashion, miRNA targets are usually protein‐coding genes. The degree of 
complementarity between the miRNA and its target mRNA can vary, and widely determines 
whether the mRNA will be subject of cleavage or translational repression or attenuation (Bartel, 
2004). It has been stated that perfect complementarity of a miRNA with its cognate target 
mRNA, an event usually reported in plants, leads to cleavage of the target, while non‐prefect 
complementarity, usually observed in metazoans, leads to translational repression. 
Additionally, it has been observed that metazoan miRNA will likely bind the 3’‐UTR of the mRNA 
but plant mRNAs usually have their complementary sites in coding regions. Cleavage of 
perfectly or near‐perfectly paired miRNA:mRNA in plants typically occurs at the center of the 
paired region. These features between plant miRNAs and their targets allowed for the ease in 
identification of several plant targets as compared to animal miRNA targets, which have proven 
more challenging. Another important feature of miRNA:mRNA is that the 5’end of the miRNA 
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from bases 2 to 8 should show perfect complementarity, this characteristic is universal for 
metazoans and plant miRNAs (Jones‐Rhoades et al., 2006) 
The quest for miRNA targets was initially tackled by the use of computational methods. To this 
end, Rhoades et al., (2002) compiled a set of rules derived from previously validated plant 
miRNA targets and applied them to a search for targets of other identified miRNAs using a 
pattern matching program (PatScan) in A. thaliana. The rules included allowing for up to three 
mismatches between the mRNA and the miRNA, no gaps allowed, and a G:U pairing was 
considered a mismatch. Each of these rules assigning a score to the potential target. Later on, in 
view that some targets were not identified with this set of rules, some parameters were 
relaxed, allowing for gaps and an increased number of mismatches, but avoiding false positives 
by adding the rule that targets should be conserved in other species, in their case Oryza  (Jones‐
Rhoades and Bartel, 2004).  A similar method was later described using the FASTA34 program 
instead of PatScan, but with the same sets of rules for scoring targets (Fahlgren et al., 2010). 
New, publicly available programs and interfaces were then developed to meet this end, with 
algorithms better suited to match small sequences with transcript‐size sequences than BLAST‐
based programs, and some with high‐throughput capabilities, all based on the same set of 
rules.  Among these programs, psRNAtarget (Dai and Zhao, 2011) is of particular usefulness due 
to its plant‐specific focus, high‐throughput capability, web interface (it does not require 
downloading and installing), and because it allows the user to input the sequence database to 
be searched against.  
88 
 
Computational prediction of targets however do not necessarily provide an accurate call of the 
target, and predicted targets still need to be validated with bench methods. To further 
complicate this issue, it has been found that several miRNAs have multiple targets among the 
protein‐coding mRNAs and some mRNAs have multiple miRNAs that can regulate them. 
Validation of miRNA targets in the laboratory has proven to be challenging and laborious and it 
has been tackled mainly by taking advantage of the 5’monophosphate end present on the 3’ 
cleavage products of AGO activity, which allows for the addition of adapters and further 
amplification and cloning (Llave et al., 2002). Some studies have used a high‐throughput 
identification of these cleaved and adapter‐added targets through sequencing‐by‐synthesis 
(Addo‐Quaye et al., 2008; German et al., 2008) and microarrays (Franco‐Zorrilla et al., 2009; 
Jiao et al., 2008), however these methods still rely on computational parsing or, in the case of 
microarrays,  have cross‐hybridization and a limited detection range shortcomes. 
The study presented here details the high‐throughput sequencing of small RNA species in 
soybean stem tissues, stem tissues challenged with S. sclerotiorum, and S. sclerotiorum mycelia 
grown in artificial media. Comparison of the libraries obtained comprises a full profile of small 
RNA derived for the plant and from the fungus that may play roles during infection. To the best 
of our knowledge, this is the first report profiling small RNAs from infected tissues containing 
both small RNA from the plant host and the fungal pathogen.  
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2. METHODS 
2.1 Plant inoculation and sampling 
Soybean seeds from the plant introduction PI194639 were sown in 10‐cm square pots 
containing potting soil (LC1 Sunshine Mix, SunGro, Vancouver, BC) with two seeds per pot 
inside a growth chamber at 23°C under a 12/12 (day/night) photoperiod for 15 days with a light 
intensity of approximately 180 μmol photons/m2/s. Sixteen days after sowing, the plants were 
inoculated following the cut‐stem method (Vuong et al., 2004) with modifications as described 
(Calla et al., 2009).  Mycelia from S. sclerotiorum isolate 105HT growing on potato dextrose agar 
(PDA), (DIFCO, Detroit, MI) was used for all inoculations. Plants were either inoculated with 
mycelia growing on PDA plugs or with sterile PDA plugs. After inoculation, plants were left at 
100% relative humidity and the growth chamber temperature was reduced to 19°C to create 
ideal infection conditions. Samples were obtained minutes before inoculation (non‐inoculated 
control, in the case of the first experiment), at eight hours after mock inoculation with clean 
agar (mock‐inoculated control, in the case of the second experiment), and at three time points 
within the first 28 hours after inoculation (hai). Samples were taken from the top 2.5 cm of 
stem. Ten to 13 plants were sampled per time point and per treatment as a pool for RNA 
extractions.  
2.2 Fungal growth for RNA extraction 
Actively growing mycelia growing on PDA was transferred to potato dextrose broth (PDB) by 
cutting the agar in plugs of 4 mm diameter and placing them on 3.5 cm diameter petri dishes 
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containing 2 ml of PDB. A total of 20 dishes were seeded and left to grow for 24 h in the dark at 
room temperature. After the growing period, the mycelia were harvested by pulling out the 
agar plug from the liquid with small, sterile pins and placing the plug over an autoclaved filter 
paper on the top of a vacuum filter. The agar plug was carefully removed from the mycelia 
attached to it. Mycelia from all the dishes was collected and rinsed several times with sterile 
nano‐pure water over the filter. The mycelia were placed into microfuge tubes and flash‐frozen 
in liquid nitrogen.  
2.3 RNA isolation and small RNA enrichment 
Total RNA from plants and the fungus was isolated using Trizol reagent following manufacturer 
instructions (Invitrogen, Carlsbad, CA). Phase‐Lock Gel tubes were used to facilitate separation 
of the organic and inorganic phases after homogenization and centrifugation. RNA samples 
were quantified with a NanoDrop ND‐1000 spectrophotometer (NanoDrop Technologies, 
Wilmington, DE) and assessed for quality using a BioAnalyzer (Agilent Technologies, Palo Alto, 
CA).   
For the first experiment, 3 ug of total RNA from non‐inoculated and a pool of three samples 
after inoculation (8, 12 and 28 hai) were sent for sequencing to the Illumina/Solexa sequencing 
facility (San Diego, CA). For the second experiment, the total RNA from mock‐inoculated 
samples and a pool of three inoculated samples (8,12 and 24 hai) was separated into large‐RNA 
(>~200nt) and small‐RNA fractions using the MiRVANA kit (Ambion, Austin, TX). The small RNA 
fractions from both control and inoculated samples, and samples of RNA extracted from 
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mycelia were quantified with the NanoDrop, assessed for quality with the Bioanalyzer, and 1 μg 
of RNA from each was sent for sequencing to the W. M. Keck Center for Comparative and 
Functional Genomics facilities at the University of Illinois, Urbana.  Both experiments used the 
sequencing‐by‐synthesis technology (SBS) with the Illumina Hi‐Seq 2000 machine.  
2.4 High‐throughput data pre‐processing 
For the first experiment, the raw sequencing data from the two libraries (non‐inoculated 
control and inoculated pool) was processed with other 12 samples taken from other tissues and 
conditions from ours and Dr. Lila Vodkin laboratories (University of Illinois).  The data 
processing was carried out by the laboratory of Dr. Mattew Hudson (University of Illinois) by 
trimming the adapter: “TCGTATGCCGTCTTCTGCTTG”, merging similar reads, and counting 
unique sequences. All these steps were performed using Hudson‐lab in‐house Perl scripts. 
Sequences with less than 5 counts and of less than 15 bases in length were removed and a 
database was created with the 14 libraries sequenced. Sequences with at least 5 counts on 
either the stem control sample or the stem‐Sclerotinia inoculated sample were extracted for 
this work.    
For the second experiment, and for the mycelia‐sequencing experiment, reads were provided 
from the sequencing facility in FASTQ format. Reads were of 35 bases in length, most 
containing part of the 3’end adapter: TGGAATTCTCGGGTGCCAAGGAACTCCAGTCAC. To remove 
adapter sequence, the “cutadapt” standalone tool was used 
(http://code.google.com/p/cutadapt/) (Martin, 2011). After trimming‐off the adapters, 
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identical sequences were counted and listed as unique sequences. A table was created listing all 
unique sequences from the soybean (control and inoculated) and the number of times the 
unique sequences were found on each sample. Similarly, another table was created for the 
mycelia library.  
Alignments of soybean‐stem libraries from both the first and the second experiments, were 
done to the soybean genome sequence assembly (Glyma1), and the predicted soybean gene set 
(Glyma 1.0), both available from Phytozome v.7.0. (Schmutz et al., 2010) 
(http://www.phytozome.net), as well as to the S. sclerotiorum genome assembly (super‐
contigs) (Sclerotinia sclerotiorum Sequencing Project, Broad Institute of Harvard and MIT 
(http://www.broadinstitute.org), and to its predicted set of genes. The Sclerotinia library was 
aligned to the S. sclerotiorum genome assembly and to its predicted genes. 
The first soybean‐stem experiment was aligned using Bowtie, a software specialized on aligning 
small sequences to genomic sequences (Langmead et al., 2009); up to one mismatch was 
allowed with no gaps. The second experiment and the mycelia library were aligned using 
Novoalign software (http://www.novocraft.com) allowing perfect matches and no gaps.   
Libraries were aligned to the Rfam database release 10.1 (http://rfam.sanger.ac.uk/) (Gardner 
et al., 2010; Gardner et al., 2009; Griffiths‐Jones, 2004; Griffiths‐Jones et al., 2003) using BLAST 
with the parameter: ‐g F to forbid gapped alignments. Sequences with percentage identity 
(%ID) < 100, and for which the difference between alignment length and sequence length was > 
0, were omitted. Alignment to mature miRNAs (mature.fa, available in miRBASE release 17, 
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(Griffiths‐Jones et al., 2005; Griffiths‐Jones et al., 2008; Kozomara and Griffiths‐Jones, 2011) 
was done using BLAST with the same parameters as the alignment done to the Rfam. Perfect 
and near perfect matches to known miRNAs were then classified into miRNA families using the 
miRNA families’ database available in miRBASE (miFam.dat). For detecting differential 
expression, sequences were transformed to counts per million (CPM) and the ratio between 
CPMs for each read was used.  
2.5 Northern blots 
Samples enriched for small RNA species were run on a 15% polyacrylamide gel in a Mini‐
PROTEAN 3 Cell (Bio‐Rad, Hercules, CA). The RNA was then electro‐transferred to a Hybond‐N+ 
nitrocellulose membrane (GE‐Amersham, Little Chalfont, Buckinhamshire) using a Mini‐Trans‐
Blot Electrophoretic Transfer Cell (Bio‐Rad, Hercules, CA). Antisense DNA oligonucleotide 
probes for the respective small RNA were radio‐labelled with [γ‐32P]‐ATP (Perkin‐Elmer, 
Boston, MA) with T4 polynucleotide kinase (Ambion, Austin,Texas). Probes were then purified 
to remove free nucleotides. Labelling and purification were done using the Ambion Probe and 
Marker Kit (Ambion, Austin,Texas) following manufacturer protocol.  Label incorporation was 
verified by quantifying radioactivity in kcmp/ug using a liquid scintillation counter (Hidex, Turku, 
Findland).  Probes were then added to the hybridization solution (6X SSC, 5X Denhardt’s 
solution and 0.2% W/V SDS) together with the membranes and incubated for hybridization. 
Hybridization was performed at 40°C for 15 h in a Techne Hybridizer HB‐1D oven (Techne, 
Burlington, NJ). Hybridized membranes were washed twice in 2x SSC/0.1% SDS for 30 min each 
time and left within a phosphor imager screen enhancer cassettes for 72 hours. Membranes 
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were then exposed to the Phosphor Imager Screen System (GE Healthcare). Images were 
obtained using the Storm Software (GE, Healthcare). The blots were stripped and reprobed with 
a soybean cytoplasmic rRNA probe (Gm‐5srRNA) to verify equal loading of samples. 
2.6 Target validation 
Target validation for miR166 was done using the modified 5’RACE‐PCR method as initially 
described (Llave et al., 2002). The Ambion First Choice RLM‐RACE kit was used omitting the first 
two enzymatic treatments (calf intestinal phosphatase and tobacco acid pyrophosphatase). 
Briefly, adapters were ligated to the 5’ends of total RNA from inoculated samples, the RNA was 
reverse‐transcribed into cDNA with random decamers as primers for reverse transcriptase. The 
cDNA was then subjected to an initial RT‐PCR with the Ambion 5’outer forward primer specific 
for the adapter, and a reverse gene‐specific primer. The product of the first PCR was then 
subjected to a second RT‐PCR with the Ambion 5’ inner forward primer and a nested gene‐
specific reverse primer. All primers used are listed in Table 1. Amplicons of expected band size 
were cleaned and cloned into pDrive using the Qiagen cloning kit (Qiangen, Valencia, CA).  The 
bacteria were plated on selective media (with kanamacy or ampicillin) and left growing 
overnight. Colonies were selected, streaked on fresh plates and later grown in liquid media. 
Plasmid were recovered from bacteria and sent for sequencing. 
95 
 
3. RESULTS 
3.1 First experiment 
From the small RNA database created with a total of 14 soybean samples (mostly reported in 
(Zabala et al., 2012)), including six disease‐challenged samples or their controls, sequences 
containing at least five counts on either the stem tissue control or the stem inoculated with 
Sclerotinia (pool of 8, 14 and 28 hours after inoculation), were extracted and put in an Excel 
spreadsheet. A total of 55,590 unique sequences were obtained. The control sample had 
2,331,115 total reads while the inoculated sample had 2,297,254 total reads. Based on that 
count, the counts per million (CPM) were calculated for each unique read to account for slight 
differences in sequencing depth. The distribution of the unique sequences showed that 
sequences of 21 bases were the most diverse with more than 14,000 unique sequences (25% of 
total) of this length (Figure 1A). Sequences of 21 bases were also the most abundant in both the 
control and the inoculated samples, with 300,000 reads per million, followed by sequences of 
20 and 22 bases. The 21‐base long sequences were more abundant in the control sample than 
in the inoculated, while sequences of 20 and 22 bases were slightly more abundant in the 
inoculated sample (Figure 1B). Sequences of 20 bases showed low diversity when compared to 
sequences of 22 bases; however, they were almost as abundant as the sequences of 22 bases. 
The data was further filtered by removing sequences with less than 17 and more than 24 bases. 
This trimming was made with the aim of facilitating analysis and increasing the chance of 
finding true regulatory small RNA whose lengths are known to be between 19 to 24 bases. After 
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the filtering, 48,993 unique sequences were left with a total count of 2,118,897 and 2,121,843 
for the control and the inoculated libraries, respectively.  
The 48,993 unique sequences were scanned against the Rfam database. The scan allowed for 
the identification of several non‐coding, non‐silencing small RNAs. Several sequences also 
matched large ribosomal fragments and tRNA sequences. Sequences matching small sno‐RNAS, 
snRNAs, ribozymes, signal recognition particles (SRP), transposon‐related sequences, tRNAs and 
rRNAs accounted for 7% of the data (3,428 sequences) and were filtered out of the data leaving 
45,565 unique sequences (Figure 1C). 
The 45,565 sequences left were aligned to the soybean genome, the soybean predicted gene 
set (cds), the Sclerotinia genome and the Sclerotinia predicted gene set as described in 
methods. 34,874 sequences matched the soybean genome in at least one location and 17,827 
of these matched a coding sequence with 12,165 being perfect matches. 11,222 sequences 
matched a location on the Sclerotinia genome and 9,412 of them fell into a predicted 
Sclerotinia gene model. The sequences were also scanned against the Sanger miRNA database 
(miRBASE), with the purpose of finding homologues to known miRNAs. Up to two mismatches 
were allowed and a cut‐off was set at an e‐value <0.001. The search identified 2,188 sequences 
having a match to a mature known miRNA or miRNA*, and of these, 263 sequences were 
perfect full‐length matches to previously identified miRNAs in soybean or other species, 202 
belonging to one of 40 families (Table 2), and 61 that did not have family classification. From 
the 40 families, MIR166, MIR156, MIR1507 and MIR3522 were the most represented and also 
the ones with the highest differences between the control and inoculated tissues. But because 
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this difference is directly proportional to the abundance of the families in both tissues, we 
could not conclude, with the available data, that members of these miRNA families were 
actually changing in abundance in response to the infection. Another 226 sequences were near‐
perfect matches to known miRNAs (i.e. 1 mismatch or one base length difference), 182 of these 
matched 24 known families and 44 matched 17 different known miRNAs that do not have a 
family classification (Appendix D). 
All of the aligned sequences were then separated into two (overlapping) groups: those with a 
probability of being soybean derived, and those with a probability of being Sclerotinia derived. 
To determine which sequences were likely to be derived from soybean, two filtering steps were 
taken. First, sequence reads matching to the soybean genome at least at one location were 
selected and next, of the sequences remaining, the ones having five counts or more in any of 
the other pathogen‐free soybean small RNA libraries in the database of 14 samples, were also 
considered to be of soybean origin. This filtering gave a total of 37,494 sequences.  Small RNA 
sequences that were most likely derived from Sclerotinia included those sequences that 
matched at least one location in the Sclerotinia genome, or sequence reads that appeared only 
in the Sclerotinia infected stems, and not in any of the other small RNA libraries from the other 
soybean tissues. 11,935 sequences fell in this category (Figure 1D). Both sets had an overlap of 
4,677 sequences. 
Putative disease responsive small RNAs were chosen from the likely‐soybean derived 
sequences, by selecting those with a ratio of CPM inoculated/CPM control greater than 100, or 
with absolute difference (CPM inoculated‐CPM control) greater than 1000. A total of 831 
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sequences passed this filtering and are considered candidate small RNA modulating during 
disease response pending experimental validation (Apendix 2).  
3.2 Second experiment and Sclerotinia sclerotiorum mycelia small RNA sequencing 
The first experiment performed on stem tissues showed an outlier in the distribution of 
sequences when compared to other libraries processed to build the database (Figure 2). Reads 
in the range of 15‐19 bases were more abundant in these two libraries. This could be a tissue‐
specific occurrence or an indication of RNA degradation prior to sequencing. Additionally, from 
the first experiment, we could conclude that there were several sequences that showed higher 
counts in the inoculated stems than in the control (Appendix E); however, for several of those 
reads, the exact origin (plant or the fungal) remained unclear.  
To clarify the origin of the small RNA sequences, to eliminate the possibility of RNA 
degradation, and to have a profile of small RNA from the fungus, we decided to repeat the 
sequencing of soybean stem tissues under inoculated and mock‐inoculated conditions, and 
also, sequence the small RNA fraction from fungal mycelia alone, grown on the inoculation 
media. Sequencing a mycelia‐derived library may also allow the identification, if they exist, of 
small RNA sequences of fungal origin that change or are expressed exclusively when the fungus 
is infecting the plant.   
Similar to the first experiment, for this second experiment, RNA from mock‐inoculated soybean 
PI194639 and a pool of 8, 14 and 24 hai were sent for deep sequencing. The sequencing of 1 ug 
of a small‐RNA‐enriched sample yielded a total of 43,099,365 reads from the mock inoculated 
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soybean stem control and 42,872,036 reads from the inoculated soybean stem sample. Also, 
35,519,127 reads from the mycelia library were obtained (Table 3). After adapter trimming and 
merging of identical reads, the data was further filtered by removing reads of 35 bases (those 
with no adapter sequence detected), and those with counts less than 4. 
After this initial filtering, the distribution of sequences in the soybean stem libraries showed 
reads of 24 bases as the most diverse, with more than 90,000 unique sequences of this length 
(Figure 3A). However reads of 21 bases were the most abundant in both the inoculated and 
control samples (Figure 3B), followed by reads of 22 bases in the control sample and of 24 
bases in the inoculated sample.  For the mycelia libraries, the 23‐base species were the most 
diverse, and also the most abundant, followed by reads of 24 and 22 bases (Figure 4A and 4B). 
Using these distributions for both the fungus and the soybean libraries, a new filtering was 
applied by removing reads falling one standard deviation up and down from the mean of the 
distribution of reads. In that way, both datasets were filtered for reads having between 18 to 27 
bases in length. Finally, the two soybean libraries were merged to facilitate comparisons. Table 
3 summarizes the number of reads obtained by each processing/filtering step for each library. 
3.2.1 The soybean stem small RNAs 
Following the same procedures as for the first experiment, the soybean libraries were scanned 
against the Rfam database and aligned to the Soybean and Sclerotinia genome and predicted 
coding sequences, a summary of the read alignments is in Table 4. Scanning of the soybean‐
stem library against the Rfam database identified 7% of the counts matching rRNAs and tRNAs 
and additional approximate 1% matched ribozymes, snRNAs, snoRNAs, SRPs an transposon‐
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related particles, all of which were removed from the dataset (Figure 3C); these percentages 
were very similar to the ones obtained in the first experiment. A search against the Sanger 
miRBase identified 131 sequences with exact identity and length to known miRNAs, 104 of 
them falling into 39 families and 27 with no assigned family. Similar to the first experiment, the 
most represented families were MIR166, MIR156, MIR396 (Table 2). However, the family let‐7 
that was present in high amounts on the first experiment was not present in this second 
experiment; this family has never been identified in plants before, indicating a possible 
contamination, error in the data processing in the first experiment or a novel identified 
sequence. Seven other families were identified in the first experiment and not in the second 
and seven were identified in the second but not in the first (Table 2). However, members of 
these families of miRNAs had very low counts in both experiments and none of them seemed to 
be responsive to pathogen infection. Differences between both experiments may be due to 
different data processing methods or differences in the time of the last sampling (the first 
experiment included a 28 hai sample while the second included a 24 hai sample). Also, because 
of the great variability in growth that the pathogen often presents, differences between 
inoculated tissues in both experiments are likely due to differential disease progression across 
tissues sampled.  
Additionally, there were 807 sequences with near‐perfect matches (one base mismatch or one 
base length difference) to known miRNAs. Those near‐perfect matches were classified as 
putative novel soybean miRNAs as they are variants of known miRNAs (Appendix D). 94 of 
these were also identified in the first experiment.   
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Finally, the sequences from stem libraries were classified as being likely derived from soybean 
or likely derived from Sclerotinia. The criteria used to declare a read to be likely derived from 
soybean was that it matched the soybean genome or had at least five counts on the control, 
mock inoculated sample (for sequences derived from soybean). For sequences to be classified 
as derived from Sclerotinia, they had to match the S. sclerotinia genome or be present on the 
mycelia library. A total of 83.5 % of the sequences were classified as soybean sequences and 
18.35% as S. sclerotiorum sequences, with 6.6% overlap (Figure 3D). From the list of sequences 
likely derived from soybean, 212 were selected as possibly responding to disease based on the 
fold change (calculated as log2 CPM inoculated / CPM mock control) and the absolute value of 
the difference (CPM innoculated – CPM control) ( 2).  Five of these sequences were also found 
and classified as putatively responding to disease in the first sequencing experiment (Section 
3.1, Appendix E). Two of these are homologues to known miRNAs: miR166 and miR1507, two 
match locations in the soybean genome and one matches a coding sequence (Table 5). 
3.2.2 The Sclerotinia mycelia small RNAs 
After adapter trimming, counting of identical sequences and removal of sequences of 35 bases 
length or counts less than four, the total of unique mycelia sequences was 255,805 (Table 3). As 
mentioned previously, sequences of 23 bases were the most abundant and diverse in the 
mycelia library (Figure 4A and 4B). Unique sequences were aligned to the S. sclerotiorum 
genome and its set of predicted genes, 59% of them had perfect matches to at least one 
location, with 11% matching only one location. Additionally 39% of the sequences matched at 
least one predicted coding sequence (Table 4). 
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Scanning the Sclerotinia mycelia libraries against Rfam identified 2,938 unique mycelia 
sequences (5% of the total) matching rRNAs, ribozymes, tRNAs, retro‐element‐related particles, 
snoRNAs, snRNAs, SRPs and an exact match to a Vault RNA, a sequence not identified in fungus 
or plants before (Figure 4C).  The mycelia libraries were then BLASTed against mature miRNAs 
registered on miRBASE. Nine sequences were identified that had perfect matches to known 
miRNAs, eight of them belonging to seven different families and one unclassified. Counts for 
these unique sequences were very low in both libraries, with the highest count being 287 for 
one of the families identified. Additionally, eleven other sequences matched with one base 
mismatch or one base difference in length to known miRNAs, these also had relative low 
abundance (Table 6).  
To verify if any fungal‐mycelia small RNA changed in abundance during disease response, the 
soybean stem‐inoculated library discussed in the previous section (3.2.1) and the mycelia 
library were compared. From the soybean stem inoculated library, those sequences selected as 
being likely from mycelia were selected (22,287) and a new normalization was run calculating 
counts per million based only on those sequences. In that manner, the read counts were 
comparable to the counts per million reads in the mycelia library. Sequences not present in the 
mycelia libraries, sequences with less than 10 (CPM) in the mycelia library and those sequences 
that also match soybean features were removed after normalization. A total of 1,084 sequences 
were left. Based on the ratio CPM inoculated stems / CPM mycelia, five sequences were 
selected as top candidates fungal small RNAs increasing in abundance during infection (Table 
7). 
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3.3 MiR166 
The small RNA with the highest difference between S. sclerotiorum inoculated and control stem 
tissue in the first experiment was read # 432385 (database ID). Its 21 base sequence matches 
exactly with the conserved mature gma‐miR166a‐3p and gma‐miR166b already identified in 
soybean, and to members of the MIR166 family in several other plant species including. A. 
thaliana, Oryza sativa and Medicago truncatula (Moldovan et al., 2010; Reinhart et al., 2002; 
Subramanian et al., 2008; Xie et al., 2005).  The MIR166 family is currently composed by 161 
members. 
MIR166 family members in A. thaliana have been shown to target and regulate five members of 
the class III homeodomain‐leucine zipper (HD‐ZIPIII) family of transcription factors that are 
known to be fundamental in development (Emery et al., 2003; Kidner and Martienssen, 2004). 
These targets of ath‐miR166 have been implicated in Arabidopsis floral development, shoot 
apical meristem differentiation, leaf polarity and vascular development (Jung and Park, 2007).  
In soybean miR166 small RNAs were identified in nodulating roots (Subramanian et al., 2008).  
Until very recently, MiR166 was not implicated in defense responses in other studies. In the 
work where Navarro and collaborators (Navarro et al., 2008) demonstrated that miRNAs are 
components of the plant basal defense, they used the miR166a precursor (pri‐miR166a) as a 
reference to compare against miRNAs that showed very marked changes in abundance during 
the plant basal defense response. However, more recently two MIR166 family members in 
soybean, namely gma‐miR166a‐5p and gma‐mir166f were identified as changing in response to 
abiotic and biotic stresses. These two miR166 were either up‐regulated or down‐regulated 
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during drought conditions, but down‐regulated in susceptible soybean leaves inoculated with 
Phakopsora pachyrhizi, causal agent of Asian Soybean Rust (ASR) (Kulcheski et al., 2011).  
The miR166 identified in our experiment had high counts in both control and inoculated stems; 
however, the difference in CPM between both accounted for 29,393. To explore the behavior of 
this miR166 in other tissues and conditions, CPM of this read in the other 12 libraries in the 
database were compared. All tissues showed the presence of this read in highly varying 
amounts, suggesting that levels of this miRNA are tissue‐specific and may change under various 
conditions (Figure 5A). More notably, a pattern of down‐regulation can be observed in tissues 
undergoing the hypersensitive response (HR), which is the case of resistant soybean leaves 
(PI462312) carrying the resistance gene Rpp3 inoculated with P. pachyrhizi, and resistant 
soybean leaves carrying the Rpg1 gene infiltrated with P. syringae carrying the avirulence gene 
avrB (Figure 5B). Stems challenged with S. sclerotiorum also show down‐regulation of miR166. 
The data is consistent with a possible involvement of miR166 in negative regulation of a gene 
involved in HR or defense. To further validate this finding, and to analyze the expression 
behavior of miR166 at different time points, the same set of samples used to construct the 
stems‐Sclerotinia libraries and the soybean Rpp3 rust‐challenged and control libraries were 
used for northern blots, except there was no pooling of inoculated samples taken at different 
time points. The northern blot analysis showed a slight decrease in abundance of miR166 in 
stems after 14 hours of initial infection with S. sclerotiorum, and later a marked increase in 
abundance. For the rust treated samples, a down‐regulation was more marked, occurring at 96 
hours after inoculation, followed by up‐regulation after 15 days when the resistant plant likely 
reverted to a basal, non defensive state (Figure 6).  
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Identifying the target of regulation of this miR166 and analyzing its changes in abundance 
during basal defense response and during HR would help in verifying if, in fact, it does plays a 
role in defense. In the study by Subramanian et. al., (Subramanian et al., 2008), a target was 
proposed for miR166, this target was identified only with is TIGR ID. This TC sequence matches 
several genes in several chromosomes with none having 100% identity. 
To verify the proposed target and scan for others potential targets for the identified miR166 in 
the soybean genome, the sequence was scanned against the soybean coding sequences using 
psRNAtarget  (http://plantgrn.noble.org/psRNATarget/), a small RNA target analysis server, that 
specializes in plant small RNAs and its specific target parameters (Dai and Zhao, 2011). As 
expected, and consistent with the conservation of miRNA across plant species, HD‐ZIP‐type 
transcription factors were described as targets matching thirteen different genes in nine 
soybean chromosomes (Table 8). Modified 5’RACE‐PCR was used to validate the targets, six 
pairs of primers were designed that could differentiate six groups of different sequences in 
which the 13 samples were categorized (Table 1). One target was confirmed by a sequenced 
clone in Glyma04g09000.1. Interestingly, unlike the typical plant miRNA target, the 
miRNA:mRNA pair does not show perfect complementarity as it has one base bulge. Also 
interesting, the target cleavage site is located only 10 bases downstream of the predicted ATG 
translation start point (Figure 7). Additional tests are needed to identify other possible targets. 
Once the targets are properly validated, a gene expression analysis on the target gene, such as 
qRT‐PCR, would determine if these targets are subject of regulation through RNA degradation 
guided by miR166 and actually changing in abundance in diseased tissues. 
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4. DISCUSSION 
The deep sequencing of small RNA species from soybean stem tissues allowed for the 
identification of several putative novel species and also some already known miRNAs which 
seem to be modulating during defensive response. I addition, some small RNAs originating from 
S. sclerotiorum were identified that may be expressed during infection to soybean stems.  
This study included small RNA sequencing from two experiments. In the first experiment, an 
initial total count of approximately 4.2 million reads per library yielded 55,590 unique soybean 
sequences; 212 sequences were putatively modulating during the defense response to S. 
sclerotiorum. In the second experiment, and initial total read count of approximately 43 million 
reads per library yielded 206,716 unique sequences. This more than 10X difference in number 
of reads sequenced between the first and second experiment is likely due to improvements in 
the sequencing process by Illumina. Additional differences may account for different data 
handling and processing.   
Both experiments in the stem tissues showed sequences of 21 bases as the most abundant. 
However, the first experiment detected the 21‐base species as the most diverse, while in the 
second, the 24‐base species were the most diverse. Surprisingly, 24 base species were very low 
in the first experiment, both in unique sequences and in total counts, and both in the control 
sample and in the inoculated sample.  While it has been shown that 21‐ and 24‐base sequences 
are the most predominant in plants, the abundance may vary in certain tissues and in certain 
species. Sequences of 21 bases are usually derived from the miRNA biogenesis pathway and 
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sequences of 24 bases are the result of siRNA biogenesis. The Rfam classification of sequences 
encountered and additional 7% more sequences matching ribosomal fragments in the second 
experiment compared to the first. Also, sequences of 24 bases, although present in control 
samples of the second experiment, they are not as highly abundant in the inoculated samples. 
It is possible that some factor(s) present in the second experiment and not in the first may have 
triggered the production of 24 base‐long species, as mentioned previously, there was a four‐
hour difference in the last sampling time point between both experiments, and the control 
sample in the first experiment consisted of non‐inoculated stems, while in the second consisted 
of mock‐inoculated stems taken at 8 hai.  
Besides of the agreement encountered in the 24 bases sequences, in general, the distribution 
of sequences between both experiments is by far similar. A comparative analysis on the starting 
RNA samples with gel electrophoresis, revealed differences between samples used in the first 
sequencing experiment and the ones used in the second (Figure 8). As hypothesized previously, 
according to the distribution of sequences by length in the first experiment compared with 
libraries from other tissues that showed the stem library having more sequences in the range of 
15 to 19 bases (Section 3.2, Figure 2), the gel electrophoresis showed a slight smear in the 
region of small RNA species in the first experiment and not in the second. Also, the gel clearly 
shows that the inoculated sample from the first experiment had a much darker band in the size 
corresponding to 18S RNA derived from fungus. Taken together the results indicate that 
sequences of 21 bases are the most abundant in soybean stem tissues, that sequences of 22 are 
also largely present and that differences in sequences of 24 bases between both experiments 
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were detected in part by the difference in time sampling  and, also in part by the different 
degree of fungal colonization. 
Libraries used in the present work were filtered by removing small RNAs that are likely to be 
derived from ribosomes, tRNA, snRNAs and transposons based on Rfam. The total unique 
sequences for each of the experiments had approximately the same percentage of non‐coding 
small RNAs that were not miRNAs or siRNAs according to Rfam. However, this percentage might 
be larger as only perfect matches were allowed, and ribosomal RNA, tRNA and other small 
RNAs have several isoforms that might not be in the Rfam database, or might be species 
specific. Also, this filtering increased the chances of finding miRNAs, but several siRNAs may 
have been lost in the process, as among the main sources of siRNAs are repetitive sequences 
like transposons. An analysis on small RNAs matching ribosomal sequences on the other 
soybean tissues in the database showed that these sequences may be authentic small RNAs as 
their size distribution showed higher amounts of 21‐ and 24‐base long sequences (Zabala et., al, 
2012 in preparation).  
After initial screening of the stem library in the first experiment, it was determined that several 
of the sequences, especially those sequences showing high fold change in the inoculated stems 
versus the control, were likely of fungal origin and not from the plant. Aligning sequences to 
both genomes (soybean and the Sclerotinia) helped in separating and defining the organism 
from which they likely derive. Approximately 26% of the sequences had a high probability of 
being from the fungus, but 10% of them also had matches on the soybean genome, making it 
difficult to determine the origin. Sequencing of the Sclerotinia mycelia small RNA fraction 
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further helped defining the organismal origin. However, further confirmation of their origin is 
needed. The criteria used for separation was very inclusive to avoid removing sequences that 
may be of importance. For example, if a read had matches in both of the genomes (soybean 
and Sclerotinia), had no counts on control stems and had high counts on inoculated stems, this 
read, although more likely from Sclerotinia, were still classified into the “likely soybean” group 
because of the chance that this particular read is the one that become expressed only when the 
plant is infected.  
Mycelia libraries, not surprisingly, showed a very different distribution. Sequences of 23 bases 
were the most abundant and diverse, followed by sequences of 22‐ and 24‐ bases. It has been 
established that RNAi pathways evolved independently on the fungi kingdom, even when the 
whole RNAi machinery is conserved in eukaryotes (Cerutti and Casas‐Mollano, 2006). Although 
several RNAi pathways have been described in fungi, no miRNAs have been found. Interestingly, 
the present screening has identified nine perfect matches to known miRNAs in the mycelia 
libraries and 11 near‐perfect matches (i.e. with one base mismatch or one base length 
difference). The counts for these identified miRNAs were very low however, ranging from 1 to 
287 counts in the perfect matches and from 5 to 115 in the near‐perfect matches. The result 
may indicate the presence of miRNAs in fungus implying that if those were not previously 
identified it might have been be due to their low abundance. However, to ascertain that these 
species are genuine miRNAs originated from the fungus, a new expression experiment is 
necessary (such as northern blotting), and an analysis of their molecular precursor. 
110 
 
Among the small RNAs that putatively changed in expression in inoculated samples compared 
to control is one member of the MIR166 family. The high variability in abundance of this miRNA 
across tissues in the database, across different pathogen inoculations and across time points 
after inoculations, clearly reflects an important role for this miRNA in cellular processes. Of 
importance to the present study, the sequence seems to be down‐regulated in soybean tissues 
undergoing HR and mildly down‐regulated in soybean stems challenged with S. sclerotiorum. 
While S. sclerotiorum is not considered to elicit HR, it has been proposed that one of the roles 
of oxalic acid, its main virulent factor, is to elicit some sort of programmed cell death in the 
plant to provide the fungus with initial dead tissue (Kim et al., 2008). Thus, our data suggest 
that miR166 might be involved in the negative regulation of a gene involved in HR or in other 
defense reaction in the plant. 
In general, the data obtained through sequencing of stems and mycelia libraries showed that 
there are some miRNAs and siRNAs that may be subtly changing in abundance in soybean stems 
in response to S. sclerotiorum attack, however the normalized counts obtained do not strongly 
support any of the sequences to be a major player on the microbe‐pathogen system. Small RNA 
selected as putatively modulating in expression both in the plant and the fungus were provided 
in this work, and they need further validation. 
While this library screening gives an overall picture of the small RNA composition of soybean 
stem tissues in control conditions and under disease response, and of Sclerotinia mycelia tissue, 
next generation sequencing methods, in this case Illumina SBS, is not free of errors. The several 
steps needed to prepare the sample prior to sequencing might be a source of contamination or 
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error introduction. Also, SBS is dependent on PCR amplification of single RNA molecules, 
sequences that are similar but not identical might be the main target of possible amplification 
errors (Fuller et al., 2009; Wang et al., 2009).  Posterior to sequencing, manipulation needed to 
computationally process the data may be another source of error and variability.  For that 
reason, it is still necessary to supplement the data and confirm the findings by other 
techniques. For sequences declared as putative novel miRNA it is needed to identify its origin 
and hairpin precursor sequence. Also for these putative novel miRNA and for each small RNA 
that is likely modulating during disease response, a verification experiment, such as northern 
blot analysis or qRT‐PCR will be necessary.    
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6. TABLES AND FIGURES 
6.1 Tables 
          Table 3.1. Primers used for 5’RACE‐PCR. 
Primer ID  Sequence 
Amplicon 
length with F 
and R primers 
Amplicon length 
for 5’RACE with 
R primer 
A_F  ACGTGCCTGCGGCCTTGTTG   
A_R  GGCTCAGCGCACGTAGAGCT  560  620 
A_R_inner  GTAGCGCAGCAACCAGAAGT    275 
B_F  TTCCTCCTGCTTTGCTTGTT     
B_R  GCTACATCATCAGGGGGAAA  238  1066 
B_inner  CACGAAGTTTGAAGCAGCAG    365 
C_F  CAGAATGTCCCTCCAGCAAT     
C_R  GAATAACCTGACCGCCAAAA  157  984 
C_inner  CCGTCCTCCAAAAGTGATGT    290 
D_F  CTCCCCCTAGCACACACAAT     
D_R  ATGATGCGAAATCCAGAAGG  230  1210 
D_R_inner  GATCCTGAAAAGCTGCAAGG    949 
E_F  TCCATCTGGTTTTCGTGTCA     
E_R  ATCCCACAACACTACGCACA  245  1209 
E_inner  GTCACATCTTCCACCCCATC    706 
F_F  GGCACTTCTAACCCAGCAAG     
F_R  TCCCTGGATAGGCATAGGTG  196  939 
F_R_inner  ACATCCTCAGCACCATCACA    409 
       
Ambion_5_inner  CGCGGATCCGAACACTGCGTTTGCTGGCTTTGATG   
Ambion_5_outer  GCTGATGGCGATGAATGAACACTG    
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Table 3.2. Forty seven known miRNA families identified in the first and second sequencing 
experiments and their total of  counts per million in control and S. sclerotiorum inoculated stem 
tissues. CPM=Counts per million. 
First experiment    Second experiment 
miFam ID 
Unique 
sequences 
matching to 
this family 
CPM 
control 
CPM 
inoculated   
Unique 
sequences 
matching to 
this family 
CPM mock 
control 
CPM 
inoculated 
mir‐103    1  5  0    ‐‐  ‐‐  ‐‐ 
mir‐124    2  8  0    ‐‐  ‐‐  ‐‐ 
mir‐1323    ‐‐  ‐‐  ‐‐    1  0  0 
MIR1507    10  77422  85617    1  11032  15450 
MIR1508    10  1808  2086    1  15  16 
MIR1509    9  6749  8221    2  29  34 
MIR1510    3  35  70    1  161  102 
MIR1514    ‐‐  ‐‐  ‐‐    1  0  0 
MIR1520    2  4  3    5  2  3 
MIR156    23  86432  94706    7  186  325 
MIR159    10  1219  995    9  4315  4548 
MIR160    1  28  60    2  4  4 
MIR162_1    4  110  88    3  34  39 
MIR164    3  1287  1394    1  9  6 
MIR166    29  63398  44756    14  33994  29565 
MIR167_1    5  61  85    3  11  11 
MIR167_2    ‐‐  ‐‐  ‐‐    1  1  1 
MIR168    6  2837  3125    2  453  462 
MIR169_2    6  84  71    2  3  1 
MIR169_8    1  3  5    1  2  1 
MIR171_1    3  21  81    5  9  13 
MIR171_2    1  4  3    1  3  2 
MIR172    2  783  710    1  0  0 
MIR2109    4  539  341    1  6  6 
MIR2111    2  21  26    1  4  5 
MIR2119    1  34  45    1  6  5 
mir‐26    1  4  0    ‐‐  ‐‐  ‐‐ 
mir‐29    2  23  3    ‐‐  ‐‐  ‐‐ 
MIR319    2  13  3    2  4  4 
mir‐320    1  3  0    ‐‐  ‐‐  ‐‐ 
MIR3522    6  3269  5560    1  1  0 
mir‐3596    1  23  13    ‐‐  ‐‐  ‐‐ 
Continues next page… 
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Table 3.2. (cont.) 
First experiment    Second experiment 
miFam ID   
Unique 
reads 
matching to 
this family 
CPM 
control 
CPM 
inoculated   
Unique 
reads 
matching to 
this family 
CPM 
mock 
control 
CPM 
inoculated 
MIR390    4  425  319    3  23  28 
MIR393    ‐‐  ‐‐  ‐‐    3  56  40 
MIR394    11  1110  934    2  31  42 
MIR395    1  10  4    2  0  1 
MIR396    12  1516  1341    7  859  1044 
MIR397    1  14  35    3  24  23 
MIR398    1  0  3    4  4830  4455 
MIR399    1  5  9    2  2  5 
MIR408    2  41  100    1  387  395 
MIR4349    ‐‐  ‐‐  ‐‐    1  6  4 
MIR4364    ‐‐  ‐‐  ‐‐    1  0  0 
MIR4387    ‐‐  ‐‐  ‐‐    1  0  0 
MIR482    6  2005  1977    4  6  5 
mir‐9    1  3  0    ‐‐  ‐‐  ‐‐ 
 
 
Table 3.3. Summary of read counts on each data‐processing step in the second small RNA 
sequencing of control and inoculated soybean stems and of S. sclerotiorum mycelia.    
Library  Total reads 
Unique 
sequences 
Reads of 
35bp 
(removed) 
After filtering 
out reads of 
18 to 27 nt  Total† 
Mock 
Inoculated 
Stems 
43,099,365  3,823,481  272,405  184,998 
 
Merged 
stem 
libraries: 
 
206,716 
Sclerotinia 
Inoculated 
Stems 
42,872,036  3,944,018  625,174  201,016 
Scelrotinia 
mycelia 
35,519,127  3,304,027  167,355  251,445 
 
 
†Total unique sequneces in merged files 
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 Table 3.4. Summary of aligned reads from soybean stem libraries to the Sclerotinia and the 
soybean reference genomes and gene models. Only perfect matches are reported.  
Library  Reference database 
Total 
reads 
tested for 
alignment 
Reads 
matching 1 or 
more locations 
Reads with 
only one 
match 
Soybean Stems  Soybean genome†  206,716  144,104 (70%)  68,820 (33%) 
Soybean Stems  Soybean gene models  206,716  39,587 (19%)  8,998 (4%) 
Soybean Stems  Soybean Chromosome 13  206,716  58,278 (28%)  11,646 (6%) 
Soybean Stems  Sclerotinia genome¥  206,716  18,585 (9%)  1,036 (1%) 
Soybean Stems  Sclerotinia genes  206,716  10,091 (5%)  1,030 (0.5%) 
Sclerotinia Mycelia  Sclerotinia genome¥  255,805  151,216 (59%)  27,282 (11%) 
Sclerotinia Mycelia  Sclerotinia genes  255,805  100,830 (39%)  23,594 (9%) 
¥The Sclerotinia super‐contigs dataset was used. 
†Including chromosome 13. 
 
 
Table 3.5. Small RNA sequences found to be changing in abundance in inoculated soybean 
stems compared to control. These reads were found in both small RNA sequencing 
experiments. 
Fold change  Soybean locations  miRBase 
Sequence  Exp.1  Exp.2  Chromosome  Coding regions 
GAACGGGCTTGGCAGAATC    4.41  4.66 Gm16 ‐‐‐   ‐‐‐
TCTCATTCCATACATCGTCTGA    0.16  0.49 Gm17, Gm 13 ‐‐‐   gma‐miR1507a
AGAAGAAGAAGAAGAAGAACT    5.51  4.47 21 locations Glyma13g24610 
Glyma02g35980 
  ath‐miR5021
TACCTGGTTGATTCTGCC†    6.13  5.62 ‐‐‐ ‐‐‐   ‐‐‐
TCGGACCAGGCTTCATTCCCC    ‐0.47 0.58 19 locations 13 matches    gma‐miR166a‐3p 
gma‐miR166b 
†This sequence was selected for having counts on the control stems. However it did not match any soybean 
location.    
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 Table 3.6. Mycelia small RNA matching known miRNAs. 
     Perfect matches 
miFam ID 
Unique 
sequences 
matching 
this family 
Total reads 
in mycelia 
mir‐1323    1  11 
MIR1507    1  111 
MIR159    2  35 
MIR166    1  287 
MIR168    1  5 
MIR396    1  1 
MIR398    1  39 
unclassified 1  172 
 
 
Near‐perfect matches† 
miFam ID 
Unique 
sequences 
matching 
this family 
Total reads 
in mycelia 
mir‐39    2  17 
MIR3522    1  5 
mir‐183    1  97 
MIR482    2  115 
MIR159    2  26 
MIR166    1  6 
MIR1510    1  6 
unclassified  1  23 
†near‐perfect matches were defined as those having at 
most one mismatch or one base length difference 
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Table 3.7. Putative S. sclerotiorum small RNA increasing in abundance during infection to 
soybean stems.  
CPM Stem 
Sequence 
Stem 
control 
Stem 
Inoculated 
CPM 
Mycelia
TACCGGTAGTAGAGATGATGAAA 0  1054  46 
AGGACCTGAGCTGATGACGAAA  0  1056  20 
CACCGGAGGAGTACTGTTGAA  0  474  17 
ACACCGGAGGAGTACTGTTGAA  0  733  17 
AAGGACCTGAGCTGATGACGAA  0  322  10 
 
 
Table 3.8. Predicted soybean targets for miR166. Targets were predicted using psRNATarget: “A 
Plant Small RNA Target Analysis Server” from the Samuel Roberts Noble Foundation using the 
small RNA sequence entry and the soybean coding sequences database (cds) from Phytozome. 
Primers were designed for unique regions but only six different pairs of primers were obtained 
as the sequences have high similarity. 
Target ID 
miRNA 
start 
miRNA 
end 
Target 
start 
Target 
end  Inhibition 
Primer 
pair 
Glyma04g09000.1†  1  20  6  25  Cleavage  A 
Glyma05g30000.1  1  20  591  610  Cleavage  B 
Glyma06g09100.1  1  20  555  574  Cleavage  C 
Glyma07g01940.2  1  20  6  25  Cleavage  D 
Glyma07g01950.1  1  20  561  580  Cleavage  D 
Glyma08g13110.1  1  20  531  550  Cleavage  B 
Glyma08g13110.2  1  20  531  550  Cleavage  B 
Glyma08g21620.1  1  20  567  586  Cleavage  D 
Glyma08g21620.2  1  20  567  586  Cleavage  D 
Glyma09g02750.1  1  20  558  577  Cleavage  E 
Glyma11g20520.1  1  20  561  580  Cleavage  F 
Glyma12g08080.1  1  20  561  580  Cleavage  F 
Glyma15g13640.1  1  20  558  577  Cleavage  E 
 †Verified with 5’end RACE‐PCR. 
 
 
6.2 Figures 
 
A.  B.
 
 
C.  D.
 
Figure 3.1. First experiment results overview. A. Distribution of unique small‐RNA reads by 
length; B. Distribution of counts per million total reads per read length; C. Composition of the 
small RNA library according to its Rfam‐database classification; D. Putative organism origin of 
total reads. 
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Figure 3.2. Comparison of distribution of small RNA reads by length in twelve soybean 
libraries. StemCtrl: Stems (PI194639); StemInoc: Stems inoculated with S. sclerotiorum 
(PI194639); RISC†: Immature soybean cotyledons (Richland); SJ1†: Whole seed 12‐14 days after 
flowering (Williams); WISC†: Immature seed coat from green seed (Williams); JT1†: Immature 
cotyledon from green seed (Williams); S55†: Immature seed coat from green seed (Williams i/i 
mutation) GCOT8†: Williams cotyledon from 7‐day germinating etiolated seedling; FLAM‐P: 
Flambeau leaves inoculated with P. syringae; W82‐P: Williams82 leaves inoculated with P. 
syringae; TO: PI462312 leaves; INF: PI462312 leaves inoculated with P. pachyrhizi; Y axes: 
Thousand total reads. X axes: read length. All libraries were processed with the same methods 
and criteria. StemCtrl and StemInoc show an outlier in the reads in the range of 15‐19 bases‐
long.  
 † Reported in Zabala et al., 2012, Submitted to BMC Plant Biology 
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A.  B.
 
 
D.C.  
 
 
Figure 3.3. Second experiment results overview. A. Distribution of unique small‐RNA reads by 
length; B. Distribution of counts per million total reads per read length; C. Composition of the 
small RNA library according to its Rfam‐database classification. D. Putative organism origin of 
total reads. 
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B.A. 
 
 
C. 
 
 
 
Figure 3.4. Mycelia small RNA sequencing experiment results overview. A. Distribution of 
unique small‐RNA reads by length; B. Distribution of counts per million total reads per read 
length; C. Composition of the small RNA library according to its Rfam‐database classification.  
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 A
B
*
*
Figure 3.5. Comparison of abundance of mir166 in different tissues. A: Fourteen tissues and 
conditions compared WISC†: Immature seed coat from green seed (Williams); RISC†: 
Immature soybean cotyledons (Richland); SJ1†: Whole seed 12‐14 days after flowering 
(Williams); JT1† Immature cotyledon from green seed (Williams); S55†: Immature seed coat 
from green seed (Williams,i/i mutation) GCOT8† Williams cotyledon from 7‐day germinating 
etiolated seedling. Scler Ctrl: Stems (PI194639); Scler Inoc: Stems inoculated with S. 
sclerotiorum (PI194639); B: Disease challenged tissues only.  
* Tissues known to be undergoing hypersensitive response.  
† Reported in Zabala et al., 2012, Submitted to BMC Plant Biology 
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 A. 
B. 
 
 
Figure 3.6. Northern blot analysis of miR166 on stems mock treated or inoculated with 
Sclerotinia at three time points after treatment (panel A) and leaves of Rpp3 carrying 
soybean leaves inoculated with P. pachyrhizi at five time points. hpi=hours after 
inoculation (panel B). 
 
 
 
Figure 3.7. Cleavage site of miR166 target identified by modified 5’RACE. Pink colored letters 
are the AMBION 5’RACE adapter sequenced in the clone. Box= translational start codon. 
Shaded region on RACE clone is the adapter sequence. 
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Figure 3.8. Gel analysis of RNA samples sequenced in the first 
and second experiment. Sclerotinia mycelia RNA with slight 
difference in ribosomal RNA sizes is shown at the right.   
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CHAPTER 4 
THE SOYBEAN G‐PROTEIN COUPLED RECEPTOR  
1. BACKGROUND 
1.1 G‐proteins and the G‐protein coupled receptor 
Living organisms have evolved mechanisms to interact with the environment and also with 
other organisms. A well‐known mechanism that serves this purpose is accomplished by the 
heterotrimeric G‐proteins in the G‐protein‐mediated signaling pathway (Rosenbaum et al., 
2009; Trevor, 1991). Heterotrimeric G‐proteins are comprised of three subunits: Gα, Gβ, and 
Gγ. The term “G‐protein” derives from “guanine‐nucleotide‐binding proteins” that, as the name 
implies, are proteins that bind guanosine‐5'‐triphosphate (GTP). The later is not only a substrate 
for the synthesis of nucleotides, but also a very important player in signal transduction 
(Rosenbaum et al., 2009) 
G‐protein coupled receptors (GPCR) are proteins with 7‐transmembrane domains. They 
comprise a large family of membrane‐bound receptors that bind to the heterotrimeric G‐
proteins on the cytosolic side, and are able to bind ligands (or elicitors) within the extracellular 
space (Kurt, 2004). Upon binding to a specific ligand, the GPCR changes in conformation and in 
turn activates the cytosolic Gα subunit of the heterotrimeric G‐protein by allowing the 
exchange of bound GDP for GTP. The Gα subunit with bound GTP has low affinity for the other 
subunits on the protein (Gβ and Gγ), so it dissociates from the heterotrimer and displaces to 
interact with downstream effectors. The Gβ‐Gγ dimer also interacts with other effectors. In this 
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manner, they function as intracellular signal transducers molecules, amplifying signals 
perceived in the extracellular space by GPCRs (Karnik et al., 2003). Among the downstream 
effectors interacting with dissociated G‐protein subunits are a myriad of second messengers 
that regulate numerous cell physiological responses. Enzymes that are affected directly by 
heterotrimeric G‐proteins include: adenylyl cyclase, phospholipase A, D and C, and mitogen‐
activated protein kinases (MAPKs), all well known signal transduction players (Roos et al., 
1999). Another important player in the pathway are the regulators of G‐protein signaling (RGS) 
that are GTPases that help in the deactivation of Gα subunits by hydrolyzing the bound GTP and 
reverting the subunit to its inactive state (Gα bound to GDP), thereby recycling the pathway. 
There are at least 800 known GPCRs in mammals, and also several of each of the heterotrimeric 
G‐proteins subunits (Wettschureck and Offermanns, 2005; Zhang et al., 2006). For example the 
human genome has 17 Gα genes, 5 Gβ genes and 12 or more Gγ genes (Jones and Assmann, 
2004). 
Although thoroughly studied in metazoans due to their high importance in a wide range of 
physiological processes including drug metabolism, visual sense, hormonal signaling, etc., only 
one homolog to a mammal GPCR in a higher plant has been positively identified: the AtGCR1 in 
the model Arabidopsis thaliana (Josefsson and Rask, 1997; Plakidou‐Dymock et al., 1998).  
Similarly, only one or two of each of the subunits (α,β and γ) of the heterotrimeric G‐protein 
has been found in studied plants including A. thaliana, Lotus japonicus, Oryza sativa, Nicotiana 
tabacum, Triticum spp. and others  (Ando et al., 2000; Hossain et al., 2003; Ma et al., 1990; 
Poulsen et al., 1994; Weiss et al., 1994). AtGCR1 and the identified Gα subunit in A. thaliana 
have been shown to interact (Pandey and Assmann, 2004), however it is not known yet the 
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ligand or the signal that activates the receptor GCR1 outside the cell (Jones and Assmann, 
2004).  
Members and putative members of the heterotrimeric G‐protein‐mediated signaling in plants 
have been linked mainly to cell proliferation and other hormone‐mediated processes. Chen et 
al., (2004), found that mutations on the AtGCR1 had altered sensitivity to giberellic acid (GA) 
and brassinosteroids. Mutations in the rice Gα subunit were also affected in the GA signaling 
(Ueguchi‐Tanaka et al., 2000). A. thaliana Gα mutants (gpa‐1) show differential sensitivity to 
abscisic acid (ABA) and altered stomatal closure compared to WT (Wang et al., 2001). The G‐
protein β subunit has been found to negatively regulate auxin signaling in the roots of A. 
thaliana (Ullah et al., 2003). 
Several other processes have been implicated with the G‐preotein signaling pathway. For 
example, light response (Neuhaus et al., 1993; Wei et al., 2008), seed germination (Chen et al., 
2004; Ullah et al., 2002), root response to Rhyzobia Nod factors (Den Hartog et al., 2001).  Also, 
recent studies in plants have demonstrated direct roles for G‐proteins in plant defense 
responses such as in the production of reactive oxygen species (ROS), and the activation of 
NADPH oxidases, ion channels and phospholipases (Meijer and Munnik, 2003; Park et al., 2000). 
The production of several phytoalexins and secondary metabolites were also associated to G‐
proteins in various plant species (Kurosaki et al., 2001; Roos et al., 1999; Zhao and Sakai, 2003). 
Genes of the Mlo family that modulate plant defense in barley posses 7‐transmembrane 
domains (Devoto et al., 1999), and although they do not share homology to mammalian GPCRs, 
its structure has been confirmed biochemically and they are candidate plant GPCRs proteins 
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family members (Assmann, 2002). A heterotrimeric G‐protein in A. thaliana was demonstrated 
to play a role in the jasmonate‐mediated signaling response to the necrotrophic pathogen 
Alternaria brassicola (Trusov et al., 2006) and the A. thaliana G‐protein β subunit (AGB1) was 
demonstrated to mediate in the quantitative, multi‐genic resistance of the plant to the 
necrotroph pathogen Plectosphaerella cucumerina, as agb1‐1 mutants were more susceptible 
to this pathogen. Additionally, these agb1‐1 mutants were more susceptible to Fusarium 
oxysporum and Botrytis cinerea, the later a close relative of S. sclerotiorum (Delgado‐Cerezo et 
al., 2011; Llorente et al., 2005).  It is plausible that many of the involvements of the G‐protein 
signaling pathway or its components in response to pathogens are the result of the association 
of this pathway with plant hormones. 
Based on a number of microarray studies, we have identified components of the G‐protein 
signaling cascade that consistently changed in expression during soybean interaction with 
pathogens and symbionts. The data includes soybean response to Pseudomonas syringae (Zou 
et al., 2005), Fusarium virguliforme toxin (unpublished data), Bradyrhizobium japonicum 
(Brechenmacher et al., 2008) and Sclerotinia sclerotiorum (Calla et al., 2009). Because soybean 
heterotrimeric G‐proteins are being addressed by another group (Sona Pandey, Danforth 
Center), the focus of this study was to examine the role of the membrane‐associated G‐protein 
coupled receptor (GPCR) in this important signaling pathway during soybean response to S. 
sclerotiorum and other pathogens. 
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2. METHODS 
2.1 Identification of AtGCR1 homologues in soybean 
Similarity searches to homologues of AtGCR1 were carried out using BLAST (Altschul et al., 
1997) in the soybean genome sequence assembly (Glyma1) and the predicted soybean gene set 
(Glyma 1.0) available from Phytozome v.7.0. (Schmutz et al., 2010) 
(http://www.phytozome.net). Other alignments were performed using Geneious algorithm 
(Drummond AJ et al., 2010) or ClustalW (Larkin et al., 2007). Primers for analysis of sequences 
were designed on Primer3Plus enhanced web interface (http://www.bioinformatics.nl/cgi‐
bin/primer3plus/primer3plus.cgi) (Rozen and Skaletsky, 2000; Untergasser et al., 2007).  
2.2 RNA extraction, purification and quantification 
Total RNA was isolated using TRIzol® Reagent (Invitrogen, Carlsbad, CA) following 
manufacturer’s protocol. Phase Lock Gel™ (Brinkmann Instruments, Inc., Westbury, NY) was 
used to improve the organic/inorganic phase separation. After extraction RNA samples were 
quantified using a NanoDrop ND‐1000 spectrophotometer (NanoDrop Technologies, 
Wilmington, DE). For microarrays experiments RNA was further purified through Qiagen RNeasy 
columns (Qiagen, Valencia, CA) and final quality was determined by a combination of 
spectrophotometry (NanoDrop ND1000) and gel electrophoresis (BioAnalyzer 2100, Agilent 
Technologies, Palo Alto, CA).  
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2.3 RACE PCR and cloning of full‐length cDNA 
To obtain the full‐length cDNA sequence of the putative soybean GPCR, RNA ligase‐mediated 
rapid amplification of cDNA ends (RLM‐RACE‐PCR) was done using an Ambion First Choice RLM‐
RACE kit (Ambion, Austin, TX) following manufacturer’s protocols. To obtain the 5’ ends, total 
RNA from soybean (Williams82) was treated with calf intestine alkaline phosphatase (CIP) and 
tobacco acid pyrophosphatase (TAP) to remove free 5’ phosphate ends and to remove 5’ caps 
respectively. Treated RNA containing 5’monophosphates was ligated to adapters and subjected 
to reverse transcription with M‐MLV reverse transcriptase using random decamers. The cDNA 
obtained was subjected to nested PCR with primers specific for the gene and adapters. To 
obtain the 3’ ends, soybean total RNA was reverse transcribed using a 3’ end adapter 
containing a poly‐T stretch. The cDNA was then used in nested PCR amplifications using gene 
specific primers and adapter‐specific primers. All PCRs were performed using SuperTaq DNA 
polymerase (Ambion). All primers used are listed in Table 4.1. The obtained overlapping 
fragments, the 5’ side and the 3’ side were cloned individually into pDrive vectors using a 
Qiagen PCR cloning kit (Qiagen, Valencia, CA). Clones from each side were digested with EcoRI 
to recover the frangments from the vector, the fragments were dephosphorilated using 
Antartic Phosphatase. A new digestion of both fragments was done with BsaJI. Digested 
fragments were ligated using T4 DNA ligase, the ligated fragment was amplified in a PCR 
reaction and cloned into pDrive vector. (EcoRI, Antartic Phosphatase, BsaJI and T4 ligase: NEB, 
Ipswich, MA). 
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2.4 Confirmation of homozygosity on Arabidopsis thaliana gcr‐1 T‐DNA insertional mutants 
Seeds from characterized gcr‐1 T‐DNA insertional mutants: gcr1‐1, gcr1‐2 and gcr1‐3 were 
obtained from the Arabidopsis Biological Resource Center (ABRC) at The Ohio State University. 
Seeds from these three lines were sown on SunshineMix LC1 (SunGro, Vancouve,BC). Plants 
grew in a 13 h light photoperiod, 22/20 oC day/night temperature until they produced seed. 
Seeds were collected and sown again to obtain the F1 progeny. DNA form the F1 progeny was 
extracted 2X CTAB buffer (2% hexadecyltrimethylammonium bromide (CTAB), 100 mM Tris 
pH8.0, 20 mM EDTA pH 8.0, 1.4 M NaCl and 1% polyvinylpyrrolidone (PVP)). The DNA was 
subjected to genomic PCR with one primer flanking the T‐DNA left border (LB) and two primers 
specific for the gcr‐1. The presence or absence of AtGCR1 transcript was assessed with RT‐PCR 
using primers specific for AtGCR1, a constitutively expressed control ABP1 (AT4G02980.1) was 
used in a separate reaction. All primers used are listed in Table 4.2.  
2.5 Arabidopsis thaliana mutant inoculations   
Arabidopsis thaliana plants were grown in a growth chamber for five weeks in a 13 h light 
photoperiod, 22/20 oC day/night temperature until they developed inflorescence. Inoculations 
were done by cutting the inflorescence one inch above the rosette with a clean razor and 
capping the exposed tissue with a pipette tip filled with agar in which S. sclerotiorum mycelia 
were actively growing.  After inoculation, plants were placed back into the growth chamber at 
100% relative humidity and 19 oC. The experiment had three replications with seven plants of 
each mutant or control inoculated or non‐inoculated. For leaf inoculation, three weeks old 
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plants were used, the pots were wrapped with tape to cover the soil and prevent the leaves 
from touching it. Agar plugs with S. sclerotiorum mycelia were placed on top of leaves at 
approximately the same position for all treated plants, and the experiment was repeated twice 
with six plants of each mutant or control, either inoculated or non‐inoculated.   
2.6 Silencing of the putative soybean GPCR 
2.6.1 RNAi silencing vector construction and cloning  
To silence the identified GPCR17, the Gateway system (Invitrogen, Carlsbad, CA) was used with 
some modifications. A 189‐bp fragment located at the 3′ untranslated (UTR) region of the 
GPCR17 gene sequence was amplified from genomic DNA. The 189 bp amplified PCR fragment 
was cloned into a modified entry vector CGT11050 by TA cloning using two AhdI sites and 
containing attR1 and attR2 sites (Libault et al., 2010). The RNAi entry vector was then 
recombined with the destination vector CGT11017A which contains a Figwort Mosaic Virus 
(FMV) promoter and two of each attR1 and attR2 sites. The recombination was driven by the 
Gateway LR clonase reaction that resulted in the inverted repeat of the 189 bp fragment in the 
destination vector. The clones were verified by electrophoresis and sequencing, recovered from 
the destination vector, and inserted in a transformation vector. Transformation vectors 
containing the RNAi construct were shipped to Canada to the laboratory of Daina Simmonds 
(Agriculture and Agrifood, Ontario). The construct was transformed into soybean (X5 breeding 
line) by particle bombardment of somatic embryos, embryos were screened, and positive 
transformants were desiccated and shipped back to our lab.  
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2.6.2 Regeneration of desiccated embryos 
The embryos were transferred to regenerate by inserting them into sterile plastic cups 
containing solid B5/2 media: Gamborg’s B5 Basal Medium with Minimal Organics (Sigma, St. 
Louis, MO), 2% sucrose, 0.08% MgCl2
.6H2O and 0.2% gelrite, pH was adjusted to 5.5 with 0.1 N 
KOH. The cups were covered with lids to retain the moisture and prevent contamination, placed 
in a growth chamber at 20 oC with 20 h photoperiod and 60 μmols light. After approximately 
four weeks, embryos producing callus were discarded and plantlets with developed roots and 
green shoot tissue were transplanted into germination soil (Premier ProMix PGX fine 
granulation plug and germination growing medium) into 5‐cm square pots and covered with 
plastic lids to retain moisture. Lids were removed after 5 days. After three weeks, normal 
looking plantlets with fully developed trifoliates were transplanted again into 15‐cm square 
pots with a soil mixture made of half germinaton medium (Premier ProMix) and half a mixture 
consisting of 1:1:1 soil:perlite:torpedo sand. One spoon of Rhyzobium inoculum (B. japonicum, 
N‐DURE INTX Microbials, LLC, Kentland, IN) or one or two osmocote spheres were placed close 
to the stem at the time of transplanting. After transplanting the plants were covered to 
maintain humidity for one day in a low light place, and then moved to the greenhouse at 26 
oC/24oC day/night with 15 hours photoperiod and approximately 300 μmol light intensity.  
Seeds from the fully regenerated plants were left to dry on the plants, harvested and then left 
for two weeks to dry to completion on a petri dish. After that period the seeds were sterilized 
with overnight exposure to chlorine gas inside a desiccation chamber and placed in a petri dish 
containing one sterile filter paper flooded with 50% M.S. media. The dishes were covered with 
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aluminum foil and placed inside a growth chamber at 27 oC. Approximately two days later, 
imbibed seeds showing root radicals were transplanted in soil prepared with half ProMix 
germination media and half a mixture of 1:1:1 soil:perlite:torpedo sand. Care of the plantlets 
followed the same steps as for regenerated embryos with the same conditions in the growth 
chamber and greenhouse. 
3. RESULTS 
3.1 Expression profiles of genes related to G‐protein signaling 
In an overview of genes that belong to the G‐protein signaling pathway, soybean cDNA 
microarray spots (Vodkin et al., 2004) with homology to either GPCRs or subunits of 
heterotrimeric G‐proteins, namely Gα, Gβ and Gγ, were searched using keywords for their 
annotations. Identified spots were analyzed for their expression patterns across soybean tissues 
responding to disease. The analysis found 22 sequences (Table 4.3). Five of these identified 
sequences were Gα, 7 were Gβ, 6 had homology to 7‐transmembrane receptors, one matched 
a RGS genes and one matched a RHO protein GDP dissociation inhibitor. Among these 
sequences, half of them were identified as changing in expression due to either Pseudomonas 
syringae infection, symbiosis with Bradyrhizobium japonicum in root tissues or infection with 
Scleortinia sclerotiorum in stem tissues (Figure 4.1). The data suggests that there are G‐protein‐
mediated pathways in soybean that modulate when the plant is interacting with microbes. Gα 
subunits had diverse behavior but one of them seemed to be up‐regulated during both 
compatible and incompatible response with P. syringae. Gβ subunits showed general up‐
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regulation, suggesting that these genes might be involved in basal perception of the plants to 
microorganisms.  
3.2 A putative G‐protein coupled receptor in soybean  
3.2.1 Identification of putative GPCRs in soybean 
Although several plant sequences have been found to have homology with metazoan 7‐
transmembrane type receptors, only one canonical GPCR have been found to date: the A. 
thaliana GCR1 sequence (AtGCR1). This sequence was used to screen the soybean genome for 
candidate GPCR coding genes. Two regions with homology to AtGCR1 were found, one in 
chromosome 14 and one in chromosome 17 (Table 4.4), the two regions were designated as 
GPCR14 and GPCR17 respectively. Both regions showed annotations for predicted coding 
sequence for a functional G‐protein coupled receptor in Phytozome. An alignment of the two 
predicted coding sequences and AtGCR1 using Geneious algorithm (Drummond AJ et al., 2010) 
showed an overall identity of 75.6% between the three sequences, however GPCR17 shared 
72.1% identity with AtGCR1 while GPCR14 shared only 67.3 %. From the alignment it is evident 
that GPCR17 is more similar to AtGCR1 than GPCR14 (Figure 4.2). 
A comparison of both identified soybean sequences: GPCR 14 and GPCR 17, showed an 
alignment of 732 bases with nine gaps in either sequence. The longest gap was present in 
GPCR17, starting on the alignment base position 639 and extends 84 bases. These 84 bp were 
present only in the GPCR14 and not in AtGCR1 or GPCR17. Other gaps of 9 and 10 bp were 
present in one or the other aligned sequences. To verify the differences between GPCR14 and 
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GPCR17, a pair of primers was designed to amplify a region spanning a portion of the 84 bp 
present only in GPCR14. The PCR did not amplify products of the expected length from RNA 
derived from different soybean tissues including stems, unifoliate leaves, trifoliate leaves and 
roots (Figure 4.3), suggesting that the sequence with homology to AtGCR1 in soybean 
chromosome 14 may have sequencing errors in the soybean genome assembly. To rule out the 
possibility that the designed primers were inefficient, four other primer combinations were 
tested (Figure 4.4) with expected amplicons spanning different positions in both the GPCR14 
and GPCR17. No bands indicative of the presence of the 84 bp in the GPCR14 were detected.  
To gain more information about the sequence of the putative soybean GPCR gene, the soybean 
cDNA microarrays were searched again for homologues to GPCRs, this time using the GPCR14 
and GPCR17 sequences found to have homology to the A. thaliana canonical GPCR sequence. 
The microarray clone (Gm‐r1088‐1229) was identified and fully sequenced using universal 
primers for the cloning vector. The sequences were aligned to those of GPCR14 and GPCR17. 
Not surprisingly, its sequence shared greater similarity with GPCR17 than with GPCR14 and 
lacked the 84 bp present only in GPCR14. The sequence obtained from the clone provided 
information on the 3’ end that was missing in the predicted coding sequences obtained from 
Phytozome, however, it was incomplete at the 5’end, having around 350 bp missing in relation 
with the Phytozome sequence.  
142 
 
3.2.2 Cloning of the full length GPCR17 
To obtain the full‐length cDNA and cloning it for future studies, a set of primers based on the 
GPCR17 were designed. The forward primers were located in the predicted 5’UTR region and 
the reverse primer was designed as 20 mer oligos using the polyA tail as anchor. No PCR 
products were obtained by this method with any of the five forward primers used. Other 
reverse primers in the 3’end region could not be obtained due to low sequence complexity in 
that region. 
A second effort to obtain the full‐length cDNA was made using RACE‐PCR on soybean total RNA. 
Primers used were specific for regions that were identical in GPCR17 and GPCR14. The 
procedure successfully amplified and cloned a 1,185 bp fragment from the 3’end and a 501‐bp 
fragment from the 5’end starting on the 5’UTR. The fragments had an overalp of 118 bp.  Both 
fragments were cut with a restriction enzyme unique to the overlapping region, ligated, and 
cloned. The sequence of the ligated product after removing adapters was of 1,569 bp, it 
includes the 5’UTR that matches GPCR17 in the genome but not GPCR14. An alignment 
between the full‐length cDNA clone obtained, the microarray clone Gmr‐1088‐1229 and the 
GPCR17 sequence initially obtained from phytozome showed 99.5% overall identity. Nine 
disagreements were found between the three sequences, eight of them between the RACE‐
derived clone and the other two sequences and one between the microarray clone and the two 
others. Alignment of GPCR14 was not possible, further supporting that this sequence contains 
errors in the published soybean genome. A consensus sequence was obtained from the last 
alignment and its 5’ and 3’ UTR regions were identified. Phytozome did not predict for an extra 
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40 sequences on the 5’UTR region. The translated sequence was of 319 amino acids long and of 
predicted 36.36 KDa. Predicted translated sequence was verified for transmembrane motifs 
using the TMHMM Server v. 2.0 from the Center for Biological Sequence analysis (CBS) 
(http://www.cbs.dtu.dk/services/TMHMM/). The sequence showed very high probability of 
containing the expected 7‐transmembrane domain. Also an N‐terminus in the extracellular 
space and C‐terminus in the intracellular space were predicted which is characteristic of 
functional membrane receptors (Figure 4.5). The data collected support that GPCR17 is an 
authentic 7‐transmembrane receptor; however data is still needed to confirm this assertion and 
to determine if this protein works in the G‐protein signaling pathway. 
3.3 Characterization of Arabidopsis thaliana gcr‐1 knockout T‐DNA mutants with respect of its 
response to pathogen infection 
3.3.1 Confirmation of homozygosity 
Three different characterized gcr‐1 mutants exist: the CS6539 (gcr1‐1); CS6540 (gcr1‐2) and 
CS5952 (gcr1‐3) (Chen et al., 2004; Pandey et al., 2006). DNA and RNA were extracted to 
confirm homozygosity using genomic PCR and RT‐PCR. Genomic PCR showed the presence of 
wild‐type AtGCR1 in one of the lines (gcr1‐2), however the second band did not correspond to 
the insertion location described for the mutant. Bands for the other two lines (gcr1‐1 and gcr1‐
3) were also double but they did not corresponded to either wild type or an amplicon produced 
by the presence of a T‐DNA insertion. Also, the predicted insertion sites for gcr1‐1 and gcr1‐3 
are different (Assmann, 2002; Chen et al., 2004), and bands obtained for both showed exactly 
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the same size in this experiment (Figure 4.6).  Although from the results it is evident that gcr1‐2 
is not homozygous and the size of the second band can be disregarded, the homozygosity for 
the other two lines was not clear. To confirm the absence of an AtGCR1 transcript in the two 
other lines, RT‐PCR was performed The RT‐PCR showed no bands when performed with primers 
specific for the 5’ and 3’ UTR regions of AtGCR1 in either of the lines, confirming the mutation 
and absence of transcript (Figure 4.7).     
3.3.2 Inoculation with S. sclerotiorum 
Five‐weeks‐old A. thaliana plants with developed inflorescences were inoculated with agar 
plugs with actively growing mycelia as described in methods. Screening of infected plants 
showed differences in the rate of mortality between gcr1‐1, gcr1‐2, Wassilewskija and Columbia 
genotypes. However, this difference was not correlated with the presence of mutation in the 
AtGCR1 gene (Figure 4.6). The variability observed seemed to be correlated with the spread of 
fungus through soil in some of the treated plants. A second screening was performed, this time 
the inoculation was done in the leaves and spread of mycelia in the soil was prevented by 
wrapping pots with tape to avoid contact of the leaves with soil. This second screening showed 
increased mortality in mutant plants, while mutants had 33% died plants after 14 days of 
inoculation, control Col‐O plants had 16% mortality, suggesting that the behavior of these 
mutants is similar to mutants in the A. thaliana G‐protein β subunit (AGB1) which were more 
susceptible to the necrotroph pathogen Plectosphaerella cucumerina. However there is not 
enough data to support this hypothesis. Also, although the overall data showed gcr1 mutants 
having more mortality, there was high variability between the replications (Figure 4.7). 
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Wrapping of pots with tape to cover the soil caused the leaves to curl outwards, making the 
inoculation more difficult as agar plugs would fall off easier. 
3.4 Silencing of the putative soybean G‐protein coupled receptor 
To functionally assess the role that the identified putative G‐protein coupled receptor may have 
in soybean during pathogen infection, an attempt was made to silence this gene in soybean 
plants. For this purpose, a vector was built carrying a silencing construct containing a 189 bp 
fragment from the identified GPCR17 gene. To obtain the 189 bp fragment used to construct 
the silencing vector, primers were designed in a region at the 3’ end of the sequence where 
there were no gaps or mismatches between the microarray clone (Gm‐r1088‐1229), the RACE‐
derived full cDNA sequence, and the Phytozome predicted coding sequence. Primers were 
tested in stems, unifoliates, trifoliates and roots to assess the presence of the 189 bp fragment 
(Figure 4.8). The primers were also tested in cotyledon tissue in a different experiment (data 
not shown). Also, the 189 bp was BLASTed against the soybean genome to verify that no other 
region would be targeted by the construct. The 189 bp fragment was purified from the gel and 
introduced into a modified entry vector (CGT11050) from where the insert was recombined 
with a destination vector (CGT11017) to obtain the RNAi vector, as described in the “materials 
and methods” section (Figure 4.11).  
A total of 319 embryos were received back from the transformation lab in Canada, in seven 
different batches at different dates. Only 20 embryos regenerated into plantlets and of the 20, 
6 grew into plants with normal trifoliate leaves and flowers. Of the six, three plants produced 
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one viable seed each, and the other flowering plants developed empty pods. One of the T1 
plants was grown and developed apparently normally but did not produce any viable seed. The 
other two seeds were not sown yet.  
4. DISCUSSION AND CONCLUSIONS 
Genes with homology to several members of the G‐protein mediated signaling pathway were 
found to be present on the soybean cDNA microarrays (Vodkin et al., 2004). Of these identified 
sequences several showed modulation upon soybean inoculation with B. japonicum, P. 
syringae, and S. sclerotiorum. In general the behavior of the receptors was reminiscent of the 
behavior of genes involved in plant defense regulation (Brechenmacher et al., 2008) , where the 
symbiont B. japonicum inoculation down‐regulated them and pathogens up‐regulated them. 
This outcome was surprising as membrane receptors would be expected to be constitutively 
expressed. Gβ subunits showed up‐regulation in the majority of experiments, these results 
agree with the involvement of Gβ in defense against pathogens proposed by other studies.  
4.1 Homologues to AtGCR1 in soybean  
Two homologues to AtGCR1 have been found in the soybean genome (GPCR14 and GPCR17), 
however, for one of them (GPCR14) its polymorphic region could not be detected by multiple 
PCR attempts. Sequencing analysis confirmed that the microarray cDNA spot Gmr‐1088‐1229 
corresponds to the GPCR17. The full‐length cDNA clone comprised 1,569 bp and showed that 
the Phytozome predicted coding sequence of 957 bp was incomplete in at both the 5’UTR and 
the 3’UTR. However there are still nine disagreements between the clones and the Phytozome 
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sequence. The translated sequence of about 319 amino acids indicated that the proteins does 
contain a 7‐transmembrane domain, supporting the sequence as an authentic GPCR, however it 
is still necessary to validate if it interacts with G‐proteins, for which the full clone was necessary 
and is now available. GPCR proteins constitute a very large family in metazoans. Searches based 
in homology may miss several possible candidates. Because the GPCR sequence conservation 
varies a lot, the candidate proteins might be better identified by their ability to bind the 
heterotrimeric G‐proteins and by their two‐dimensional topology than by homology search 
(Assman 2011, personal communication). 
Cloning of the full‐length cDNA sequence was not straightforward, possibly due to the low 
complexity at both ends of the transcript. Alignments of the sequences show that the clone 
obtained by RACE‐PCR has the most disagreements compared to the microarray clone and the 
Phytozome sequence. These discrepancies are likely due to errors incorporated during the 
extensive manipulations needed to obtain the full‐length cDNA, as these manipulations 
included several rounds of PCR amplification, exposing the fragments to UV, and other 
enzymatic reactions for cloning.  
4.2. Arabidopsis thaliana mutants 
To start with the screening of disease response of A. thaliana T‐DNA mutants, confirmation of 
homozygosity in the lines was needed. Using genomic PCR, the results, although informative, 
were somehow ambiguous. Extra bands of unexpected sizes were present in all the genomic 
screenings, perhaps due to the possible presence of inverted repeats in the T‐DNA insert which 
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may interfere with the left border primers. For that reason, although more laborious in time 
and less cost‐efficient, RT‐PCR was necessary to confirm the absence of AtGCR1 transcript in 
the lines used. Of three mutant lines on the AtGCR1 gene obtained, only one was used at the 
for inoculation testings (gcr1‐1).  
Inoculation of A. thaliana with S. sclerotiorum also proved challenging. There was extreme 
variability present in every inoculation. Variability on response to S. sclerotiorum inoculation is 
well documented, and is likely related to the very specific conditions that this pathogen 
requires for growing. When these conditions are met, they greatly boost pathogen growth, but 
when unmet provoke much lower rates of growth or inactivity. For this study, part of the 
variability present was detected to be a consequence of inoculated leaves of some plants 
touching the soil; mycelia that touched the soil spread below the plant and infected other 
tissues. This variability was controlled by wrapping the pots with tape, thus preventing the 
leaves from touching the soil. Other sources of variability that were not possible to control 
were still present, for example, uneven humidity across the areas on the growth chamber and 
uneven initial inoculums.  
4.3 Soybean transformed with a silencing cassette 
An RNAi cassette targeting a 189 bp fragment of the putative soybean GPCR was successfully 
constructed and introduced into plants of the X5 breeding line. Plants are still being evaluated, 
however, so far no fully viable plant has been obtained, normal flower development was 
observed but no seeds were produced in the only T1 plant grew so far. There are several factors 
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that may be responsible for this outcome. It might be that the initial embryo cultures were too 
old, or that the transformation process itself led to chromosomal aberrations of different types 
(Singh et al., 1998).  Also, it is possible that the silenced gene plays an important role in 
pollination or fertilization; however A. thaliana T‐DNA mutants on this gene do not support that 
hypothesis. Also, shipment of desiccated embryos from Canada to the USA might have caused 
some sort of stress provoking an unexpected reaction in the embryos. There are still two seeds 
from the regenerated embryos that need to be grown. Also, PCR test are needed to confirm the 
silencing of the desired genes. Further functional characterization through transgenic soybeans 
may be done by over expression of the GPCR. Also, silencing the G‐proteins subunits would be 
probably less disruptive than silencing an important membrane receptor.  
 This study has accomplished the identification of a putative GPCR from soybean. A 
confirmation of the interaction of this important protein with downstream components of the 
signaling pathway is still needed, for which the full‐length cDNA clone has been successfully 
obtained. The search for this GPCR was based on the known A. thaliana receptor; however, and 
acknowledging the increased genome complexity of soybean, better searches for other 
candidates of these important types of receptors can be done by using a wider range of known 
mammalian GPCRs. This study, then presents a small but very important step towards the 
understanding of the G‐protein signaling pathway in soybean. 
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6. TABLES AND FIGURES 
6.1 Tables 
Table 4.1. Primers used for RML‐RACE PCR to obtain the full‐length soybean GPCR cDNA. 
RT‐PCR 
reaction  Forward (right)  Reverse(left) 
 5’ first   gctgatggcgatgaatgaacactg†  cctgacataccaaccgccata 
 5’ nested  cgcggatccgaacactgcgtttgctggctttgatg† aggagcgcataactgtcataac 
3’ first  gcttttacccttcaccgcact  gcgagcacagaattaatacgact† 
3’ nested  gcttttacccttcaccgcact  cgcggatccgaattaatacgactcactatagg†
†Ambion RLM‐RACE kit primers. 
 
 
 
 
Table 4.2. Primers used in genomic PCR and RT‐PCR to verify homozygosity of Arabidopsis T‐
DNA insertional mutants in the AtGCR1 gene. 
Procedure  Primer sequence  Description 
Genomic 
PCR 
cgaacacgaacagcggaaatcgtcaattc  GCR1‐1 specific 5'UTR (forward) 
ctagaggaaacttaccaatctctccatc  GCR1‐1 specific 3'UTR (reverse) 
ggcaatcagctgttgcccgtctcactggtg  T‐DNA left border 
RT‐PCR 
gtcggcggttctcacagccggcggaggct  GCR1 flanking insertion (forward) 
ggtcctcggtcttgagtgataccatttcgc  GCR1 flanking insertion (reverse) 
tgatcgtactttctgttggttc  ABP1 specific (forward) 
ccaatagtaagggaacttcagcc  ABP1 specific (reverse) 
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Table 4.3. cDNA microarray spots with homology to members of the G‐protein signaling 
pathway. 22 spots were selected using keywords for their annotations.  
Array ID 
Microarray 
Clone ID Group Sub-group 
Gm‐r1088‐1865  Gm‐r1088‐1865  GTP binding protein  GTP binding protein 
Gm‐r1088‐3628  Gm‐r1088‐3628  GTP binding protein  GTP binding protein 
Gm‐r1083‐2781  Gm‐r1083‐2781  GDP dissociation inhibitor   GTP binding protein 
Gm‐r1083‐2866  Gm‐r1083‐2866  heterotrimeric subunit  Gα subunit 
Gm‐r1070‐7300  Gm‐r1070‐7300  heterotrimeric subunit  Gα subunit 
Gm‐r1088‐5353  Gm‐r1088‐5353  heterotrimeric subunit  Gα subunit 
Gm‐r1089‐1131  Gm‐r1089‐1131  heterotrimeric subunit  Gα subunit 
Gm‐r1088‐4857  Gm‐r1088‐4857  heterotrimeric subunit  Gα subunit 
Gm‐r1070‐7179  Gm‐r1070‐7179  heterotrimeric subunit  Gβ subunit 
Gm‐r1021‐1122  Gm‐r1021‐1122  heterotrimeric subunit  Gβ subunit 
Gm‐r1021‐1346  Gm‐r1021‐1346  heterotrimeric subunit  Gβ subunit 
Gm‐r1021‐2984  Gm‐r1021‐2984  heterotrimeric subunit  Gβ subunit 
Gm‐r1070‐8842  Gm‐r1070‐8842  heterotrimeric subunit  Gβ subunit 
Gm‐r1089‐8523  Gm‐r1089‐8523  heterotrimeric subunit  Gβ subunit 
Gm‐r1089‐8268  Gm‐r1089‐8268  heterotrimeric subunit  Gβ subunit 
Gm‐r1021‐3788  Gm‐r1021‐3788  receptor  7‐ transmembrane GPCR 
Gm‐r1088‐6669  Gm‐r1088‐6669  receptor  7‐ transmembrane GPCR 
Gm‐r1088‐203  Gm‐r1088‐203  receptor  7‐ transmembrane GPCR 
Gm‐r1083‐4359  Gm‐r1083‐4359  receptor  7‐ transmembrane GPCR 
Gm‐r1088‐1229  Gm‐r1088‐1229  receptor  7‐ transmembrane GPCR 
Gm‐r1089‐5386  Gm‐r1089‐5386  receptor  7‐ transmembrane GPCR 
Gm‐r1088‐5002  Gm‐r1088‐5002  regulator/receptor  Regulator of G signaling (RGS) 
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Table 4.4. Soybean genome regions with homology to Arabidopsis GCR1. 
Sequence 
Identifier 
 
  Chromosome   
Alignment 
Score    E value    Transcript name   
Predicted 
length of 
coding 
sequence ¥ 
GPCR17    Gm17    149.2  1.7e‐33  Glyma17g33480   
957 
GPCR14    Gm14    141.9  2.6e‐31  Glyma14g12700   
879 
¥According to Phytozome  
   
158 
 
6.2 Figures 
 
 
Figure 4.1. Heatmap showing expression profiles of soybean genes with homology to members 
of the G‐protein coupled receptor signaling pathway. Soybean was profiled for its gene 
expression using cDNA microarrays when responding to B. Japonicum (Brechenmacher et al., 
2008), P. Syringae (Zou et al.,2005) and S. sclerotiorum (Calla et al., 2009).   
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Figure 4.2. Alignment of AtGCR1 and its two closest homologs found in soybean. Top panel: 
Overview of alignment, thick lines represent aligned sequences, thin lines represent gaps and 
disagreements. Lower panel: detailed alignment. 
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 Figure 4.3. RT‐PCR on four soybean tissues. Primers designed 
to amplify a 147 bp amplicon spanning the 84 bp region 
predicted to be unique to GPCR14. (‐)Ctrl/NT: No template 
negative control. (+)Ctrl/299 bp Stems and Plasmid: positive 
control for a 299 bp product present in both GPCR14 and 
GPCR17 from stem tissue and from the plasmid containing the 
microarray clone Gmr1088‐1229. 
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GPCR14 
GPCR17 
A(F)
A(R)
B(F) 
B(R)
C(R)
C(F)
D(F)
D(R)
Amplicon prediction 
Primer 
pair 
   Primer Sequence   
If both regions 
are different 
 
If both regions 
are the same 
A 
   cagttatgcgctcctttggt   
124 
 
115 
   ccccagagtggcatgtaaaa     
B 
   gcttttacccttcaccgcact   
329 
 
299 
   cctgacataccaaccgccata     
C 
   acacaaacaggtcgcacagg   
272 
 
No band 
   cgattcagagcacaggagagg    
D 
   aacaggtcgcacagggaagg   
267 
 
No band   cgattcagagcacaggagagg     
 
Figure 4.4. RT‐PCR for second verification of possible GPCR14 sequence errors in Phytozome, 
and its polymorphic regions in relation to GPCR17. Three primer combinations were used 
spanning the regions of divergence. Primers used and expected results are listed in the table 
below the figure. Results were all congruent with the hypothesis that both regions might be 
identical.    
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 Figure 4.5. Prediction of transmembrane domains in the identified soybean GPCR17. Hidden 
Markov model show a probability of 0.98 for seven segments to be transmembrane. Also the 
N‐terminal is predicted to be extracellular and the C‐terminal predicted to be intracellular. 
The prediction was calculated using TMHMM Server v. 2.0 from the Center for Biological 
Sequence analysis (CBS) (http://www.cbs.dtu.dk/services/TMHMM/).  
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Figure 4.6. Genomic PCR on Arabidopsis T‐DNA insertional mutants on the AtGCR1 gene. Only 
CS6540 showed WT bands. However extra bands were present in the other mutants as well.   
 
 
Figure 4.7. RT‐PCR on Arabidopsis T‐DNA insertional mutants on the AtGCR1 gene. Col: 
Columbia; CS6539 and CS6952 are gcr1‐1 and gcr1‐3 respectively; NTC: no template 
control. ABP1 was used as control, but in a separate reaction.  
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Figure 4.8. Response of gcr1‐1 mutants to inoculation with S. sclerotiorum. Col‐O: Wild 
type control ecotype Columbia; Ws: Wild type control ecotype Wassilewskija; 6539: 
gcr1‐1 mutant; 6540: gcr1‐2 mutant.   
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Figure 4.9. Photo showing the variability in response of Arabidopsis plant to inoculations 
with S. sclerotiorum. Inoculations were done in wild type Columbia ecotype (Col‐O) and 
gcr‐1 mutants. 
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 Figure 4.10. Verification of the presence of the 189bp fragment from the 
putative soybean GPCR in different tissues. The 189 bp fragment was used 
to construct a silencing vector targeting GPCR. 
 
 
 
 
Figure 4.11. RNAi construct to silence the novel identified soybean GPCR. The 189bp fragment 
was initially cloned into an entry vector containing the attR1 and attR2 sites and then 
recombined with the destination vector CGT11017A containing the pFMV promoter (Libault et 
al., 2009). The construct was excised from the CGT11017A destination vector using Ascl sites, 
amplified with PCR and shipped to the transformation facility.  
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APPENDIX A 
 DIFFERENTIALLY REGULATED GENES IN OXO AND AC‐COLIBRI INFECTED WITH SS 
MICROARRAY TIME COURSE 
The 734 cDNA microarray spots that were found up‐ and down‐regulated in oxalate oxidase 
expressing transgenic plants and its parent AC‐Colibri after infection with the fungus S. 
sclerotiorum. This cDNAs were selected after statistical analysis with a cut‐off FDR corrected p‐
value < 0.001. The data consist in the 734 cDNA identification codes together with their 
expression values and p‐values on each of the comparison. Also, the most similar sequence for 
each cDNA spot in the NCBI NR database and in the Arabidopsis genome is provided. 
Data can be found in the supplemental MS Excel file named: Appendix A. Differentially 
regulated genes in OxO and AC‐Colibri infected with SS Microarray time course.xlxs    
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APPENDIX B 
DIFFERENTIALLY REGULATED GENES IN OXO AND AC‐COLIBRI INFILTRATED WITH OA 
(RNASEQ) 
The 630 soybean sequences that showed up‐regulation in both the oxalate oxidase expressing 
transgenic and its parent AC‐colibri that were infiltrated with oxalic acid (OA) relative to the 
samples infiltrated with water at the same pH as OA (2.4). The data was obtained trough RNA‐
seq sequencing. Values of absolute expression and normalized reads per kilobase per million 
(RPKM) are provided along with the annotation for each Glyma‐model found in PhytozomeV7.0. 
(http://www.phytozome.net/soybean.php). A functional categorization based on those 
annotations is also included. 
Data can be found in the supplemental MS Excel file named: Appendix B. Differentially 
regulated genes in OxO and AC‐Colibri infiltrated with OA (RNAseq).xlxs 
APPENDIX C 
IRON HOMEOSTASIS‐RELATED SEQUENCES IDENTIFIED IN RNA‐SEQ 
GeneID  RPKM 
AC_OA 
RPKM 
OXO_H2O 
RPKM 
AC_H2O 
RPKM 
OXO_OA 
Soybean annotation  Functional group 
Glyma05g34430  6.6673  5.1683  7.9111  6.5967  vacuolar iron transporter 1  Vacuolar iron transporters 
Glyma08g05230  0.2073  0.389  0.7152  0.3265  vacuolar iron transporter 1  Vacuolar iron transporters 
Glyma16g28340  11.7676  10.1134  1.77  6.1089  vacuolar iron transporter (VIT) family 
protein 
Vacuolar iron transporters 
Glyma02g09110  4.7154  8.3518  0.8909  2.3044  vacuolar iron transporter (VIT) family 
protein 
Vacuolar iron transporters 
Glyma20g30580  2.5003  1.5868  0.5372  0.9926  vacuolar iron transporter (VIT) family 
protein 
Vacuolar iron transporters 
Glyma10g37030  1.364  2.4679  1.0439  2.1567  vacuolar iron transporter (VIT) family 
protein 
Vacuolar iron transporters 
Glyma14g36570  6.7395  5.6964  5.238  5.9785  vacuolar iron transporter (VIT) family 
protein 
Vacuolar iron transporters 
Glyma02g38510  15.2162  19.4381  12.0557  18.3886  vacuolar iron transporter (VIT) family 
protein 
Vacuolar iron transporters 
Glyma03g20160  4.1505  2.3161  3.3107  2.5113  vacuolar iron transporter (VIT) family 
protein 
Vacuolar iron transporters 
Glyma04g40320  3.3449  7.1587  4.1573  9.876  vacuolar iron transporter (VIT) family 
protein 
Vacuolar iron transporters 
Glyma08g19390  0.8821  6.0739  1.5727  0.8505  vacuolar iron transporter (VIT) family 
protein 
Vacuolar iron transporters 
Glyma03g20170  0.1445  0.0339  1.2318  0.065  vacuolar iron transporter (VIT) family 
protein 
Vacuolar iron transporters 
Glyma17g18010  9.2411  5.271  75.5623  56.313  natural resistance‐associated 
macrophage protein 3 
Vacuolar iron transporters 
Glyma05g21780  15.7839  7.4809  18.5988  27.3101  natural resistance‐associated 
macrophage protein 3 
Vacuolar iron transporters 
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Glyma01g39790  7.9739  8.5922  8.0995  10.1271  natural resistance‐associated 
macrophage protein 3 
Vacuolar iron transporters 
Glyma11g05500  5.3987  4.2833  4.564  3.7623  natural resistance‐associated 
macrophage protein 3 
Vacuolar iron transporters 
Glyma05g08170  0.441  0  0.0163  0.2525  stabilizer of iron transporter SufD / 
polynucleotidyl transferase 
Stabilizer of iron transporter 
(SufD) 
Glyma06g23920  0.1213  0  0.0123  0.0818  stabilizer of iron transporter SufD / 
polynucleotidyl transferase 
Stabilizer of iron transporter 
(SufD) 
Glyma17g12850  0.4325  0.1455  0.1145  0.4949  stabilizer of iron transporter SufD / 
polynucleotidyl transferase 
Stabilizer of iron transporter 
(SufD) 
Glyma04g21450  0.4003  0.1657  0.1863  0.2066  stabilizer of iron transporter SufD / 
polynucleotidyl transferase 
Stabilizer of iron transporter 
(SufD) 
Glyma02g00510  0.5414  0.381  0.3052  0.3383  stabilizer of iron transporter SufD / 
polynucleotidyl transferase 
Stabilizer of iron transporter 
(SufD) 
Glyma16g34300  6.9383  7.2345  5.7527  5.2863  stabilizer of iron transporter SufD / 
polynucleotidyl transferase 
Stabilizer of iron transporter 
(SufD) 
Glyma09g29720  19.9664  21.7851  19.5721  16.6133  stabilizer of iron transporter SufD / 
polynucleotidyl transferase 
Stabilizer of iron transporter 
(SufD) 
Glyma10g00530  0.0961  0.1082  0.351  0.2075  stabilizer of iron transporter SufD / 
polynucleotidyl transferase 
Stabilizer of iron transporter 
(SufD) 
Glyma13g04940  41.2615  31.2974  33.2004  31.7224  oxoglutarate/iron‐dependent 
oxygenase 
Iron‐dependent oxygenases 
Glyma16g30130  0.6227  0.5477  0.6318  0.2802  oxoglutarate/iron‐dependent 
oxygenase 
Iron‐dependent oxygenases 
Glyma09g25170  1.0632  1.0121  1.2944  1.2239  oxoglutarate/iron‐dependent 
oxygenase 
Iron‐dependent oxygenases 
Glyma19g02110  7.5497  5.8506  10.3503  6.3374  oxoglutarate/iron‐dependent 
oxygenase 
Iron‐dependent oxygenases 
Glyma10g08450  3.9984  2.7008  1.1683  2.5904  iron‐sulphur cluster biosynthesis 
family protein 
Iron‐sulphur cluster proteins 
Glyma13g22100  32.1856  22.0715  19.8346  26.6825  iron‐sulphur cluster biosynthesis 
family protein 
 
Iron‐sulphur cluster proteins 
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Glyma19g37930  14.0339  9.0949  9.1427  10.6756  iron‐sulphur cluster biosynthesis 
family protein 
Iron‐sulphur cluster proteins 
Glyma03g35280  21.0285  14.7736  14.9121  17.6909  iron‐sulphur cluster biosynthesis 
family protein 
Iron‐sulphur cluster proteins 
Glyma11g30140  4.4443  5.3981  6.3368  5.2231  iron‐sulphur cluster biosynthesis 
family protein 
Iron‐sulphur cluster proteins 
Glyma01g16380  18.9565  28.5159  33.0675  21.9246  iron‐sulphur cluster biosynthesis 
family protein 
Iron‐sulphur cluster proteins 
Glyma16g32810  20.2287  54.4576  23.3198  33.6344  2 iron, 2 sulfur cluster binding  Iron‐sulphur cluster proteins 
Glyma09g27920  14.6341  28.0101  22.7386  15.0557  2 iron, 2 sulfur cluster binding  Iron‐sulphur cluster proteins 
Glyma16g26330  58.9268  46.2023  49.3053  50.9367  ubiquinol‐cytochrome C reductase 
iron‐sulfur subunit 
Iron‐sulphur cluster proteins 
Glyma02g07340  54.5426  47.3347  50.7461  43.7555  ubiquinol‐cytochrome C reductase 
iron‐sulfur subunit 
Iron‐sulphur cluster proteins 
Glyma02g07330  22.8137  20.4507  22.7841  17.3686  ubiquinol‐cytochrome C reductase 
iron‐sulfur subunit 
Iron‐sulphur cluster proteins 
Glyma13g18090  11.7578  8.5399  9.2869  8.3046  IND1(iron‐sulfur protein required for 
NADH dehydrogenase)‐like 
Iron‐sulphur cluster proteins 
Glyma10g03930  0.8552  1.0163  1.1107  0.513  IND1(iron‐sulfur protein required for 
NADH dehydrogenase)‐like 
Iron‐sulphur cluster proteins 
Glyma07g34930  0.7083  0.9088  0.7355  1.0122  iron‐regulated transporter 1  Iron‐regulated transporters 
Glyma10g28760  38.1077  31.6103  27.4536  42.1498  iron‐regulated protein 3  Iron‐regulated transporters 
Glyma20g22870  1.5675  0.9548  2.3357  1.3578  iron‐regulated protein 3  Iron‐regulated transporters 
Glyma06g05460  2.6857  1.002  0.6692  3.6081  iron regulated transporter 3  Iron‐regulated transporters 
Glyma17g34660  15.5937  7.1233  8.8209  13.4054  iron regulated transporter 3  Iron‐regulated transporters 
Glyma03g05190  0.5462  0.4959  0.3862  0.3567  iron regulated 2  Iron‐regulated transporters 
Glyma01g31940  0.8063  0.5673  0.4417  0.5441  iron regulated 1  Iron‐regulated transporters 
Glyma19g25930  10.0517  6.8229  7.2708  9.0979  ferritin/ribonucleotide reductase‐like 
family protein 
Ferritins 
Glyma03g35330  3.5885  7.8229  5.8085  4.3116  ferritin/ribonucleotide reductase‐like 
family protein 
 
Ferritins 
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Glyma16g06070  3.3259  7.1877  7.5491  4.2646  ferritin/ribonucleotide reductase‐like 
family protein 
Ferritins 
Glyma02g43040  3.3477  3.1869  1.1089  2.0599  ferritin 4  Ferritins 
Glyma14g06160  8.2878  5.0974  3.3517  5.7105  ferritin 4  Ferritins 
Glyma11g35610  32.6567  47.939  15.3709  42.0134  ferritin 4  Ferritins 
Glyma18g02800  34.5484  58.8555  29.838  55.6811  ferritin 4  Ferritins 
Glyma18g43650  567.1675  184.7423  71.5586  489.1777  ferritin  Ferritins 
Glyma03g06420  158.5457  99.8171  29.8459  179.7862  ferritin  Ferritins 
Glyma01g31300  31.2936  33.8831  5.5486  35.8133  ferritin  Ferritins 
Glyma17g09260  7.6689  5.293  3.7156  6.0647  ferric reduction oxidase 8  Iron reduction‐oxidases 
Glyma05g02600  15.6534  18.3767  15.7429  29.5558  ferric reduction oxidase 8  Iron reduction‐oxidases 
Glyma09g02170  10.1986  19.3766  3.505  40.3323  ferric reduction oxidase 7  Iron reduction‐oxidases 
Glyma15g13090  3.696  15.3924  4.7347  19.8387  ferric reduction oxidase 7  Iron reduction‐oxidases 
Glyma10g37600  13.6585  25.6448  14.2238  23.868  ferric reduction oxidase 4  Iron reduction‐oxidases 
Glyma10g37610  20.1937  57.9251  13.5703  33.7497  ferric reduction oxidase 2  Iron reduction‐oxidases 
Glyma20g12510  2.488  5.9202  9.8861  2.5644  Fe superoxide dismutase 3  Iron superoxide dismutases  
Glyma10g22680  1.9613  4.0338  3.1961  2.5657  Fe superoxide dismutase 2  Iron superoxide dismutases  
Glyma02g09630  2.4279  4.1062  7.1865  2.9763  Fe superoxide dismutase 2  Iron superoxide dismutases  
Glyma20g33880  117.0176  332.5043  394.4444 155.1307  Fe superoxide dismutase 1  Iron superoxide dismutases  
Glyma07g06150  0.76  0.3146  0.127  0.7442  cytochrome b561/ferric reductase 
transmembrane with DOMON related 
domain 
Cytochrome b561 
Glyma07g06510  0.8755  0.5867  0.3299  0.5627  cytochrome b561/ferric reductase 
transmembrane with DOMON related 
domain 
Cytochrome b561 
Glyma16g02760  4.7888  2.8044  1.9917  2.8905  cytochrome b561/ferric reductase 
transmembrane with DOMON related 
domain 
Cytochrome b561 
             
             
            
173 
 
174 
 
APPENDIX C (cont.) 
Glyma03g41830  1.3048  0.1275  0.6619  1.0763  cytochrome b561/ferric reductase 
transmembrane with DOMON related 
domain 
Cytochrome b561 
Glyma16g03110  0.3682  0.4533  0.1868  0.1242  cytochrome b561/ferric reductase 
transmembrane with DOMON related 
domain 
Cytochrome b561 
Glyma19g44480  2.8827  0.3341  1.982  2.8381  cytochrome b561/ferric reductase 
transmembrane with DOMON related 
domain 
Cytochrome b561 
Glyma05g26970  0.9381  0.0754  0.0653  0.6512  cytochrome b561/ferric reductase 
transmembrane protein family 
Cytochrome b561 
Glyma07g27950  0.4697  0  0.088  0.4389  cytochrome b561/ferric reductase 
transmembrane protein family 
Cytochrome b561 
Glyma10g38070  239.145  143.5283  147.7956 177.2731  cytochrome b561/ferric reductase 
transmembrane protein family 
Cytochrome b561 
Glyma15g21910  10.1152  8.7596  7.8701  8.9268  cytochrome b561/ferric reductase 
transmembrane protein family 
Cytochrome b561 
Glyma20g29750  26.3662  19.135  20.7277  22.5684  cytochrome b561/ferric reductase 
transmembrane protein family 
Cytochrome b561 
Glyma09g09840  7.7883  7.4346  6.4625  7.0304  cytochrome b561/ferric reductase 
transmembrane protein family 
Cytochrome b561 
Glyma02g11280  0.6725  0.53  0.8516  0.7625  cytochrome b561/ferric reductase 
transmembrane protein family 
Cytochrome b561 
Glyma08g08990  0.2226  0.1566  0.3252  0.1802  cytochrome b561/ferric reductase 
transmembrane protein family 
Cytochrome b561 
   
 
 
  APPENDIX D 
SOYBEAN SEQUENCES WITH NEAR‐PERFECT MATCHES TO KNOWN MIRNAS 
Deep sequencing of small RNA species from soybean stem tissue identified 1033 sequences 
that were near‐perfect matches (one base mismatch or one base length difference) to already 
known miRNA registered at the Sanger miRBASE (http://www.mirbase.org/ ). The sequence, its 
best match on miRBASE (rel. 8), the corresponding miRNA family and the experiment where the 
sequence was identified (first, second or both) are provided.  
Data can be found in the supplemental MS Excel file named: Appendix D. Near‐perfect 
matches to known miRNAs.xlxs 
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APPENDIX E 
SOYBEAN SMALL RNA SEQUENCES MODULATING DURING INFECTION WITH SCLEROTINIA 
SCLEROTIORUM 
Soybean Small RNA sequences that are hypothesized to change in abundance. A total of 213 
sequences were found in two different sequencing experiments using the small RNA fraction of 
soybean Williams82 stems infected with Sclerotinia sclerotiorum or the non‐infected controls. 
The sequence identifiers with their absolute number of reads detected is shown. Also, the 
normalized counts in counts per million (CPM) are displayed along with the ratios between 
inoculated and control samples and the absolute difference between both.    
Data can be found in the supplemental MS Excel file named: Appendix E. Soybean sequences 
modulating during infection.xlxs 
 
 
 
 
 
 
 
